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Abstract 
   The study of cancer is an ever‐evolving discipline and since the 1950's it has been driven 
by fundamental scientific research using cultured human tumour cell lines isolated from human 
cancer patients. Over the years it has become evident that patients with cancer of the breast, 
ovaries, and several other tissues, often respond well to initial chemotherapy treatment, only 
to be left with tumours that have become resistant to the cytotoxic effects of chemotherapy. 
This has prompted decades of cellular and mouse‐based studies to characterize the many 
biomolecular processes by which tumour cells in their microenvironments survive and 
reproduce in the presence of chemotherapy drugs. This dissertation discusses the role of 
cytokine production in chemotherapy drug efficacy both in the laboratory and the clinic. 
Cytokines are naturally released by healthy epithelial, endothelial, and immune cells to convey 
important messages to other cells and tissues of the body, driving immune responses upon 
recognition of pathogens or cellular damage. Cytokines have become increasingly considered 
for their roles in stalling or accelerating cancer progression as well as improving or limiting drug 
efficacy. In this thesis, we present primary research results that provide novel insight into the 
mechanism by which chemotherapy drugs induce inflammatory cytokine production and 
release from human tumour cells. We show that the semi‐synthetic taxane derivative 
docetaxel, as well as other structurally distinct chemotherapy drugs, induce the release of the 
inflammatory cytokine TNF‐α from breast and ovarian tumour cell lines.  Constitutively 
increased production and release of TNF‐α and CXCL1 from breast and ovarian tumour cells was 
also observed upon their selection for survival in increasing concentrations of docetaxel. 
iii 
 
Docetaxel‐resistant cells were less responsive to acute treatment with docetaxel than their 
drug‐naive parental cell lines.  These cells exhibited increased expression of the plasma 
membrane‐bound drug‐export protein, P‐glycoprotein, which promotes the efflux of docetaxel 
and other drugs from tumour cells.  Interestingly, restoration of drug into the docetaxel‐
resistant cells not only restored the drugs' cytotoxic effect but also the ability of the cells to 
respond to drug with increased TNF‐α release. Current paradigms suggest that this response 
occurs through activation of the pathogen recognition receptor Toll‐like receptor 4 (TLR4), 
involving direct interaction with docetaxel at the cell surface. This model appears inconsistent 
with our results showing that cellular drug accumulation is necessary for the response of 
increased TNF‐α release to occur.   We also show that the TLR4 agonist, lipopolysaccharides 
(LPS), causes increased production of TNF‐ in the presence of docetaxel and increased 
docetaxel cytotoxicity for both wildtype and docetaxel‐resistant MCF‐7 tumour cells, 
representing a potential novel strategy to restore chemoresponsiveness in chemoresistant 
tumours.  
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Chapter 1 ‐ Literature Review 
1.1 Overview 
  Cancer is a disease characterized by cell division that occurs without homeostatic 
control. Globally, this was the cause of death for more than 8 million people in 2012 alone, and 
was diagnosed in more than 14 million people, more than half in economically developed 
countries (1). Cancer diagnoses and deaths are projected to be 21.7 and 13 million 
(respectively) worldwide in the year 2030, considering the effects of population growth and 
aging (1).  Lung cancer is the most common type of cancer in men worldwide, whereas prostate 
is the most common in men of developed countries. In women, breast cancer is the most 
common in both developed and developing countries and the leading cause of cancer deaths 
worldwide, with lung cancer being the leading cause of death for women of developing 
countries (1). 
  Depending on the tissue of origin, cancer is treated with one or more different 
therapies, including surgical removal of a tumour, chemotherapy, and radiation therapy.  
Chemotherapy and/or radiation can precede surgery (neoadjuvant treatment) or follow surgery 
(adjuvant treatment). Chemotherapy regimens that include drugs of the anthracycline and 
taxane classes are commonly used to treat patients with breast cancer, typically by intravenous 
infusions every two or three weeks.  Although these regimens have shown clinical efficacy in 
slowing tumour growth, they often become less effective over time and can give rise to drug‐
2 
 
 
 
resistant tumours. Decades of research has shown that tumour cells can circumvent the toxic 
effects of anthracyclines and taxanes in a variety of ways, the majority of which are described in 
section 1.2. 
  The immune system and its various components are suggested to play a role in 
suppressing tumour formation and growth in healthy individuals. Our immune system 
communicates with many cell types in the body by way of organic molecules that are released 
by cells. These molecules can travel in the extracellular space or bloodstream, relaying 
messages to other cells to help coordinate their behaviour and maintain a state of homeostasis. 
It is becoming increasingly evident that a subset of these molecules, called inflammatory 
cytokines, are produced and also exploited by tumour cells, playing important roles in cancer 
progression and also in the efficacy of cancer treatment. Section 1.3 provides a summary of the 
in vitro and in vivo research related to inflammatory cytokine production in response to 
chemotherapy treatment and the effects of inflammatory cytokines on tumour behaviour.    
  The mode by which taxanes and other chemotherapy drugs induce the production of 
various inflammatory cytokines has been the subject of much study, yet researchers lack a clear 
understanding of the mechanism(s) involved. Given the perceived importance of cytokine 
signalling in cancer treatment, a better understanding of how chemotherapy drugs induce 
cytokine production from tumour cells was sought in this study.  Chapters 2, 3, and 4, describe 
the methodology, results, and discussion related to the experimental findings of this 
dissertation. In summary, we demonstrate that a variety of commonly used, yet structurally 
distinct, chemotherapy agents can promote the secretion of the inflammatory cytokine TNF‐α 
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from breast and ovarian tumour cells in culture.  In addition, we show that long‐term selection 
of breast and ovarian tumour cells for survival in the presence of docetaxel results in the 
increased secretion of several inflammatory cytokines, including CXCL1 (GRO‐α), CXCL8 (IL‐8), 
and TNF‐α.   Interestingly, the inflammatory effects of bacteria‐derived lipopolysaccharides and 
the taxane chemotherapy drug, docetaxel, were found to be distinct, despite existing reports 
that both agents elicit such effects through activation of toll‐like receptor 4 (TLR4) at the cell 
surface. Activation of this receptor with lipopolysaccharides was found to result in increased 
sensitivity to docetaxel in both drug‐naive and drug‐resistant breast cancer cells, suggesting a 
synergy between the two agents and providing novel insight into approaches where TLR4 
agonists currently in clinical use could potentially be used in augmenting chemotherapy efficacy 
against tumours in cancer patients.  
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1.2 Resistance to anthracyclines and taxanes in breast cancer 
Breast cancer is the most common form of cancer among women worldwide, with 
incidence frequencies continuing to rise (2). This increasing incidence is generally attributed to 
prolonged life expectancy, urbanization and adoption of western lifestyles (2). Global statistics 
as of 2004 from the World Health Organization (WHO) estimate that breast cancer comprises 
roughly 16 % of all female cancers worldwide (2); of these, an estimated 519,000 women had 
succumbed to the disease in 2004 alone. The WHO estimates that a majority of these deaths 
occurred in developing countries, roughly 69 % (2). While incidence rates vary greatly 
worldwide they have been recorded to be as high as 99.4 in 100,000 women in North America. 
Moderate incidence rates have been recorded in eastern Europe, southern Africa, eastern Asia 
and South America, with the lowest incidence rates occurring in most African countries (2,3). As 
in the case with incidence rates, survival rates also vary greatly worldwide, ranging from 80 % in 
high income nations to less than 40 % in low income nations. These discrepancies are mostly 
attributed to availability of early detection and treatment methods (2,3). 
Upon detection of disease that is contained within the breast, the primary treatment for 
breast cancer is typically surgical resection of the tumour with negative margins to prevent 
recurrence (4). This is because many patients with early‐stage disease respond well to this 
treatment method. If the disease is sufficiently advanced but within the axilla, many adjuvant 
treatments exist for breast cancer, which include radiation therapy and a variety of 
chemotherapy regimens (4). Adjuvant therapy is generally designed to treat micrometastatic 
disease or breast cancer cells that have escaped the primary tumour but not yet established 
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identifiable metastases. Specific treatments differ depending on the nature of the tumour 
subtype (4). Locally advanced and inflammatory breast cancers, however, do not respond well 
to primary surgical techniques and are therefore deemed inoperable. 
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Table 1.1 ‐ Anthracycline‐ and taxane‐containing regimens for the treatment of breast cancer 
   Treatment 
Regimen 
Chemotherapy 
agents used 
Dose  Frequency  Cycles  References 
TAC  Taxotere 
(Docetaxel) 
75 mg/m2 IV   Every 21 days  6  (5,6) 
Adriamycin 
(Doxorubicin)  
50 mg/m2 IV 
Cyclophosphamide  500 mg/m2 IV 
AC → T  Adriamycin  60 mg/m2 IV  Every 21 days 
(14 days for 
dose dense) 
4  (7,8) 
Cyclophosphamide 
Followed by 
600 mg/m2 IV 
Taxol (Paclitaxel)  175 mg/m2 IV 
FEC 100  5‐Fluorouracil    500 mg/m2 IV  Every 21 days  6  (9) 
Epirubicin  100 mg/m2 IV  
Cyclophosphamide  500 mg/m2 IV 
FAC  5‐Fluorouracil   600 mg/m2 IV  Every 21 days  4  (10,11) 
Adriamycin   60 mg/m2 IV 
Cyclophosphamide  600 mg/m2 IV 
TC  Taxotere  75 mg/m2 IV  Every 21 days  4  (12) 
Cyclophosphamide  600 mg/m2 IV 
TCH  Taxotere  75 mg/m2 IV  Every 21 days  6  (13) 
Carboplatin  AUC 6, IV 
Trastuzumab 
(Herceptin) 
4 mg/kg loading dose IV followed by 2 
mg/kg/week x 18 then every 3 weeks x 12 
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Neoadjuvant chemotherapy regimens are thus used as the first treatment for these 
breast cancers and typically include the anthracyclines and taxanes. These regimens include but 
are not limited to: TAC (Taxotere (Docetaxel), Adriamycin (Doxorubicin), and 
Cyclophosphamide) (5,6), AC → T (Adriamycin and Cyclophosphamide followed by Taxol) in 
both conventional and dose dense regimens (7,8), FEC 100 (5‐fluorouracil, Epirubicin, 
Cyclophosphamide) (9), FAC (5‐fluorouracil, Adriamycin, Cyclophosphamide) (10,11), TC 
(Taxotere, Cyclophosphamide) or TCH (Taxotere, Carboplatin, and Trastuzumab (Herceptin) for 
HER2‐positive tumours (12) (see Table 1.1, adapted from (14)). Each of these chemotherapy 
drugs serves a different function in treatment. The taxanes (paclitaxel and docetaxel) function 
as anti‐microtubule agents disrupting the cell’s ability to divide during mitosis (5,6). The 
anthracyclines (doxorubicin and epirubicin) function as DNA damaging antibiotics (7,8). 
Cyclophosphamide is an alkylating agent, adding alkyl groups to the guanine bases of DNA, and 
Trastuzumab is a monoclonal antibody targeting and inhibiting the HER2 growth receptor 
present in some breast cancer types (10,11). Additionally, in early‐stage breast cancer, adjuvant 
chemotherapy can play a critical role in the treatment of Estrogen Receptor (ER) positive 
cancers (15). Adjuvant therapy in these cases involves the use of compounds that target the 
estrogen signalling pathway, either through interfering with estrogen synthesis (aromatase 
inhibitors (Letrozole) or through selective estrogen receptor modulators (SERMs (tamoxifen)) 
(16). 
Even with such available treatments, disease progression typically occurs in advanced 
breast cancers, likely due to the presence or development of chemotherapy‐resistant tumours 
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(17). Some patients possess tumours that exhibit innate resistance to chemotherapy and do not 
respond to initial treatment (often referred to as ‘‘primary chemotherapy’’). These cancers are 
then typically treated with other chemotherapy drugs, if possible, or alternate treatments may 
become necessary, including surgery or radiation therapy (18). Other patients have tumours 
that initially respond or show partial response to the therapy. In such cases, a fraction or the 
majority of the tumour cell population is killed (18,19). The remaining drug‐resistant cells, 
however, survive and continue to replicate, resulting in disease progression. Here we will 
explore some of the mechanisms associated with resistance to taxanes and anthracyclines in 
the treatment of breast cancers as well as some of the current work being done to manage 
patients with drug‐resistant tumours. 
1.2.1 Resistance to anthracyclines and anthracycline‐based regimens in vitro 
Anthracyclines are believed to be cytotoxic to tumour cells through three mechanisms. 
First, they intercalate between strands of DNA or RNA molecules and interfere with normal 
synthesis of these macromolecules in rapidly dividing cells (20). Second, they interfere with 
topoisomerase II, which is normally responsible for relaxing supercoiled DNA in order to 
facilitate DNA replication and transcription (21). Finally, anthracyclines cause cellular damage by 
facilitating the creation of iron‐mediated oxygen free radicals (21).Many of the biochemical and 
cellular mechanisms of anthracycline resistance that have been identified to date have been 
obtained from in vitro studies and include drug export from tumour cells, and alterations in 
anthracycline metabolism, among others. In vitro mechanisms of anthracycline resistance were 
not within the scope of the thesis, however.  
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1.2.2 Mechanisms of resistance to taxanes in vitro 
The taxanes block the growth of tumour cells by binding to microtubules and preventing 
their depolymerization, leading to mitotic catastrophe (22), multinucleation of cells, and the 
induction of apoptosis (23). One such apoptosis‐inducing agent upregulated by the taxanes is 
the cytokine TNF‐α (24). Like other chemotherapy drugs, the efficacy of taxane treatment is 
limited by a tumours’ inherent or acquired ability to resist their killing action. Taxane resistance 
can be the product of a variety of alterations in cell behavior (23). A number of potential 
mechanisms of taxane resistance have been identified in vitro, including elevated expression of 
the ABC (ATP‐binding cassette) family of drug transporters, alterations in microtubule structure 
and stability, inhibition of apoptosis, as well as the activation of some survival pathways. 
1.2.2.1 Drug transporters and taxanes 
One of the most studied mechanisms of drug resistance is the overexpression of the ABC 
transporters (25). ABC transporters are highly expressed in some tissues such as the intestinal 
epithelium and less differentiated cell types (26). They are associated with the membrane and 
actively transport a variety of molecules out of the cell (25). Among the ABC transporters is the 
permeability glycoprotein 1 (P‐gp), also known as multi‐drug resistance protein 1 (Mdr1) or 
Abcb1. It has been shown that P‐gp contributes to taxane resistance in breast cancer cells in 
vitro, as its elevated expression correlates with low cytoplasmic concentration and decreased 
sensitivity to paclitaxel (27). 
  Breast tumour cell lines have been shown to develop P‐gp mediated cross‐resistance to 
drugs of the same class and in certain cases to drugs of different classes. Interestingly, breast 
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adenocarcinoma cells selected for resistance to doxorubicin showed several thousand‐fold 
cross‐resistance to both docetaxel and paclitaxel (28). An explanation for this may be that the 
anthracyclines first induce P‐gp and that severe cross‐resistance is observed because taxanes 
are a preferred substrate for P‐gp over the anthracyclines (29). This observation may help to 
explain why patients were significantly less responsive to paclitaxel after late crossover from 
doxorubicin compared to treatment with doxorubicin after late crossover from paclitaxel (30). 
However, it is unclear whether P‐gp or other ABC drug efflux transporters play a prominent role 
in clinical resistance to taxanes in breast cancer patients (See section 4.3 for more discussion 
related to P‐gp and its potential roles in tumour response to chemotherapy). 
1.2.2.2 Alterations in microtubule structure and stability 
Microtubules are dynamic polymers essential to the cell that can undergo elongation and 
shrinking with the ability to interact laterally with one another (23). They are required for a 
variety of cellular processes including transportation of macromolecules and organelles, 
maintaining and changing structure of the cytoskeleton, and mitosis and cell division (31). 
Microtubules are made up of α and β‐tubulin subunits, which can be in either a polymerized or 
dimer form (23). It is widely accepted that taxanes bind to β‐tubulin in the polymerized form 
and increase polymer stability (23). In the case of cell division, the increased stability of β‐
tubulin leads to cell cycle arrest in mitosis (23) and eventually cell death. The β‐tubulins are 
comprised of a variety of isotypes which vary at their C‐termini (32). Molecular diversity among 
isotypes is accomplished by both the expression of distinct β‐tubulin genes (32) and also post‐
translational modifications to β‐tubulin gene products (33). Expression of certain β‐tubulin 
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isotypes is tissue‐specific, while other isotypes are more ubiquitously expressed (23). The 
functional specificity of different tubulin isotypes among tissues has yet to be determined (23). 
  Regardless of the β‐tubulin isotype, polymers can form and the binding site for paclitaxel 
is only present in the case of the polymerized form of β‐tubulin. Hence, it is suggested that 
selection for cancer cells in which the equilibrium between dimer and polymer has shifted 
toward dimer, could offer a survival advantage for a tumour that is treated with a microtubule‐
stabilizing agent such as paclitaxel (23). 
  Microtubule dynamics are also controlled by the differential expression of tubulin 
isotypes, mutations within tubulin genes, and also interactions with tubulin regulatory proteins. 
Tubulin regulatory proteins such as microtubule‐associated proteins (MAPs) or stathmin 
interact with tubulin to promote polymerization or disassembly, respectively (23). Increased 
stathmin mRNA levels have been measured in breast carcinoma tissue from patients with more 
aggressive disease (34). It is also possible that post‐translational modifications to tubulin such 
as phosphorylation, polyglutamylation, polyglycylation among others, may alter the binding of 
tubulin regulatory proteins, microtubule dynamics, and thus taxane efficacy (23). 
1.2.2.2.1 Differential expression of specific β‐tubulin isotypes 
As mentioned, the tubulin isotype expressed in cells has an effect on the properties of 
polymer assembly and thus affects interactions with taxanes and microtubule dynamics. For 
example, microtubules assembled from βIII‐tubulin are considerably less sensitive to the 
suppressive effects of paclitaxel on their dynamics, than microtubules assembled from βII‐
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tubulin (35). This suggests that selective expression of certain β‐tubulin isotypes may affect the 
cellular sensitivity to taxanes. 
  A number of in vitro studies suggest a relationship between βIII‐tubulin isotype levels 
and taxane resistance. For example, one study examined tubulin isotypes and mutations in 
paclitaxel‐resistant cells by combined isoelectric focusing and mass spectrometry, and found 
that class III β‐tubulin expression did, in fact, correlate with resistance to paclitaxel (36). 
Moreover, an association between class III β‐tubulin expression and resistance to paclitaxel has 
been observed in a variety of human cancer cell lines of lung, ovarian, prostate and breast 
origin (37). However, another study showed that βI, βII, and βIII‐tubulin levels were decreased 
and βIV‐tubulin levels increased when MDA‐MB‐231 cells were selected for taxane resistance 
(38). Nevertheless, there is evidence of β‐III tubulin’s role in tumour resistance to taxanes in 
cancer patients (see 1.4.1), suggesting that differential expression of β‐tubulin isotypes may be 
an important mechanism of taxane resistance in breast tumours. 
1.2.2.2.2 Point mutations in tubulin 
The binding of taxanes to β‐tubulin subunits in microtubules can also be affected by 
mutations in genes coding for either β‐ or α‐tubulin (39). These mutations can affect the 
sensitivity of cells to taxanes by causing a change in microtubule dynamics. It has been observed 
that cells with specific βI‐tubulin mutations become resistant to paclitaxel in vitro (40), and that 
some paclitaxel‐resistant cell lines depend on paclitaxel for survival (23). A potential 
explanation for this is that certain tubulin mutations shift the equilibrium in favor of the dimer 
form, such that cells harboring these mutations become hypersensitive to drugs that bind the 
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dimer form of tubulin such as colchicine and vinblastine (41). In some cases, the equilibrium is 
shifted to such an extent that the resulting lack of polymer stability compromises the cell’s basic 
functions and thus paclitaxel’s polymer stabilizing effects shift the polymer‐dimer equilibrium in 
a more favorable direction, promoting survival (23). 
Another form of taxane resistance can occur from a mutation in either α‐ or β‐tubulin 
that alters the drug‐binding site on β‐tubulin polymers, such that it has less affinity for taxanes. 
In vitro reports of point mutations associated with taxane resistance in breast cancer cells have 
been reported, but in other studies, including clinical ones, no association between point 
mutations in tubulin genes and taxane resistance has been observed. For example, no 
mutations in β‐tubulin genes were found when β‐tubulin sequence information was compared 
between two docetaxel‐resistant variants of the MDA‐MB‐231 and MCF‐7 human breast 
adenocarcinoma cell lines and their drug‐sensitive parental cell lines (38). A clinical study in 
2003 also revealed that mutations in the class I β‐tubulin gene did not predict response to 
paclitaxel in breast cancer patients (42). Thus, despite in vitro reports showing an association 
between β‐tubulin mutations and taxane resistance, this association is not observed in breast 
cancer patients treated with taxanes. 
1.2.2.3 Inhibition of apoptosis 
The arrest in mitosis caused by taxane‐binding to microtubules appears to promote the 
induction of apoptosis. The trigger for apoptosis is governed by the effects of taxanes on key 
apoptotic regulatory proteins. For example, it is believed that taxanes induce 
hyperphosphorylation of Bcl‐2 and Bcl‐xL, which subsequently blocks their ability to bind to and 
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antagonize the apoptosis‐inducers Bax and Bak (43,44). Bax and Bak are then free to dimerize 
and cause pore formation within the mitochondrial membrane, thus mediating apoptosis by the 
intrinsic apoptotic pathway (43–45). Taxanes also can cause Bax upregulation to promote 
apoptosis (43–45). It has also been suggested that paclitaxel can directly bind and sequester 
Bcl‐2, a microtubule‐independent mechanism of cell death (46). 
  The function of Bcl‐2 is often regulated post‐translationally by a variety of growth factor 
and cytokine signalling pathways (47). These pathways can drive Bcl‐2 upregulation and induce 
paclitaxel resistance (48). For example, exposure to estrogen in estrogen‐responsive breast 
adenocarcinoma cells (MCF‐7) is associated with an increase in Bcl‐2 levels and resistance to 
paclitaxel‐induced apoptosis (49). Interestingly, one study found that induced recombinant ERα 
expression in ER‐negative breast cancer cells caused resistance to paclitaxel by inhibiting 
apoptosis, while blocking ERα receptor activity in ER‐positive breast cancer cells caused 
sensitization to paclitaxel (50). There is also clinical evidence that patients with ER‐positive 
breast tumours are less responsive to paclitaxel than patients with ER‐negative tumours (51–
53). 
Breast cancer cells selected for resistance to escalating doses of docetaxel were shown to 
have alterations in TNF‐α signalling pathways. Specifically, the TNFRI receptor, which promotes 
cellular apoptosis, became downregulated upon resistance to docetaxel (24). This 
downregulation of TNFRI lead to increased activation of the transcription factor NF‐κB, which 
promotes expression of anti‐apoptotic survival genes such as c‐FLIP (54) XIAP, and Bcl‐XL, which 
are known to cause chemotherapy resistance (55,56). 
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1.2.2.4 Activation of survival pathways 
A cell’s tendency to live or die is determined by the net balance of opposing death and 
survival pathways. Induction of survival pathways in breast cancer cells has been associated 
with resistance to taxanes. Several inflammatory cytokines have been shown to induce survival 
pathways in breast cancer cell lines, among other tumour types (See section 1.3).  Taxane‐
resistant breast adenocarcinoma cells were shown to possess an amplified positive‐feedback 
loop involving the TNF‐α‐dependent activation of NF‐κB, which promoted expression of pro‐
survival genes. This involved the expression and secretion of cytokines, which complete the 
loop by way of autocrine signalling (24,57). Consistently, increased nuclear staining of NF‐κB in 
tumours (indicative of activated NF‐κB) has been shown to be associated with resistance to 
chemotherapy treatment with anthracycline‐ or taxane‐containing regimens in breast cancer 
patients (58). Nevertheless, the true clinical relevance of such pathways in taxane resistance in 
breast cancer can only be determined through repeated clinical investigation. 
1.2.3 Mechanisms of resistance to anthracyclines and taxanes in vivo 
While providing significant insight into potential mechanisms of taxane or anthracycline 
resistance, the majority of the above in vitro studies fail to address important characteristics of 
human tumours that can impact on drug response and resistance. Such characteristics include 
their three‐dimensional nature, the vasculature that provides nutrients and oxygen, and a 
complex tumour microenvironment comprised of surrounding stromal tissue, the extracellular 
matrix, and cells recruited by tumours (endothelial cells, fibroblasts, inflammatory cells of the 
immune system and pericytes). It is likely that some of these characteristics can account for the 
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lack of relevance of some in vitro drug resistance mechanisms in clinical studies. This tumour 
microenvironment creates the potential for cells within a tumour to be deprived of oxygen and 
nutrients, evade drug exposure, and exhibit a reduced proliferation rate, all of which could 
present a barrier to taxane or anthracycline cytotoxicity. 
1.2.3.1 Changes in tubulin isoform expression 
As mentioned previously, in vitro studies have shown that there may be a correlation 
between expression levels of specific tubulin isoforms and taxane resistance in breast cancer 
cells (36,37). Clinical studies appear to support such a view, as one study showed that breast 
cancer patients with high levels of class I and class III β‐tubulin transcripts are less likely to 
respond to docetaxel than patients with the following levels of tubulin transcripts: class I‐
low/class III‐low, class I‐high/ class III low or class I‐low/class III high (59). Also supporting this 
study, high tumour levels of tubulin β‐I and β‐III transcripts were found to correlate with clinical 
resistance to paclitaxel in advanced breast cancer (60). While these reports are compelling, 
further studies are required to assess whether tumour levels of tubulin β‐I and β‐III transcripts 
can serve as an effective biomarker of taxane resistance in multiple cohorts of breast cancer 
patients. 
 1.2.3.2 Interactions with stromal cells 
Interactions between epithelial and stromal tissue play an important role in the function 
of healthy mammary glands (61) and mediate suppression of transformation to preneoplastic 
phenotypes (62). It has been suggested that cancer could be a physiological response to an 
abnormal stromal environment in some cases (63), as reviewed by Barcellos‐Hoff and Medina 
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(64). In addition, stromal tissue can affect chemotherapy response through its tumour‐
supporting behavior (65). 
Human cells communicate by secreting cytokines, chemokines, and growth factors that 
convey signals to nearby cells or travel through the bloodstream and affect more distal tissues. 
Activation of the innate immune response originates from the site of infection or inflammation, 
whereby signals are made available to components of the immune system, including 
monocytes, via the bloodstream. In breast cancer, signals originating from tumour or nearby 
stromal cells can strongly affect the host (patient) and may affect tumour response to 
chemotherapy. Accumulation of tumour‐associated macrophages has been associated with 
poor prognosis in breast carcinoma, as they are suggested to exhibit a tumour‐supporting 
phenotype in some cases, which can include secretion of cytokines that promote proliferation, 
angiogenesis, and metastasis (65). 
It has recently been demonstrated that stromal gene expression can be an important 
factor in the clinical outcome of breast cancer patients treated with adjuvant chemotherapy 
(66). In this study, tumour stromal samples were classified as being from a patient with good, 
poor or bad outcome after assessment of clinical status post‐treatment. Stromal 
overexpression of a specific set of immune‐related genes, including T cell and natural killer cell 
markers, typical of a TH1 type immune response, was correlated with a good clinical outcome in 
patients (66). On the other hand, stroma from individuals in the poor‐outcome group showed 
markers of hypoxia and angiogenesis, along with a decrease in chemokines that stimulate 
natural killer cell migration and mediate pro‐survival signals in T‐lymphocytes (66,67). In 
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another clinical study, mesenchymal/stromal gene expression signatures were shown to be 
useful in predicting resistance to neoadjuvant chemotherapy in breast cancer (68). 
1.2.3.3 Nutrient deprivation, hypoxia, and acidity 
Tumours are generally less vascularized than healthy tissue. As cells within a tumour 
reside farther from blood vessels, the level of nutrients falls and tumour cells in these areas 
tend to have decreased proliferation rates (69). It is suggested that since most anticancer drugs 
including taxanes and anthracyclines tend to be most toxic to rapidly dividing cells, slowly 
proliferating cells tend to be more drug‐resistant (70). As nutrient levels are lower at distances 
further from vessels, so are pH and levels of molecular oxygen (71). Such hypoxic regions 
typically have increased expression of P‐gp (72), which as mentioned, can cause taxane or 
anthracycline efflux from tumour cells. It has been suggested that anthracyclines may rely on 
superoxide formation as a means of cytotoxicity (73) and thus tumour cells in hypoxic regions 
may be less likely to suffer an attack of this nature (71). 
Low pH in the tumour microenvironment is typical, as cancers often rely more heavily on 
glycolysis than normal tissues (74,75) and slower clearance of breakdown products (76–78). 
This can influence the cytotoxicity of anticancer drugs like doxorubicin, which are weakly basic. 
Protonation of such weak bases in acid environments could then result in decrease cellular drug 
uptake (78,79). 
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1.2.3.4 Drug penetration in tumours 
Both taxanes and anthracyclines are administered intravenously and must cross capillary 
vessel walls to reach cancer cells. For cells in the interior of tumours, this requires extensive 
diffusion through multiple layers of tumour cells (referred to as ‘‘packing density’’) (70). By 
visualizing the location of doxorubicin through its natural fluorescence, it has been shown that 
high concentrations of doxorubicin are found within and around blood vessels, but 
concentrations of doxorubicin are considerably lower as the distance from the nearest blood 
vessel increases (80). It is suggested that the inability of both doxorubicin and epirubicin to 
penetrate deep into tumours may be the result of its sequestration in perinuclear endosomes 
and other organelles at the tumour surface or nearby host tissue (81). The contribution of P‐
glycoprotein‐mediated drug‐export in a patient tumour has also been suggested to be a factor 
affecting drug penetration into the tumour core. Radioactively labeled doxorubicin was shown 
to exhibit reduced penetration into a three‐dimensional tumour cell model after P‐gp inhibition 
(82). 
1.2.3.5 Role of Tumour Initiating Cells in Anthracycline and Taxane Resistance 
Solid tumours are generally heterogeneous, a product of their relatively high genetic 
instability. This results in tumours containing cells with a diversity of phenotypes, including rare 
cells exhibiting stem cell characteristics (quiescence, pluripotency, increased capacity for DNA 
repair) and both ABC transporter expression or dependence on surrounding stromal cells for 
survival (26). Such ‘‘stem cells’’ within tumours are referred to as tumour initiating cells (TICs)—
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due to their ability to initiate tumour formation when injected into mice. Such cells may have 
significant relevance in taxane and anthracycline resistance in patients with breast cancer. 
TICs have been identified in a variety of cancers including multiple myelomas (83), leukemias 
(84,85), colorectal (86), prostate (87), and hepatocellular carcinomas (88). Breast cancer TICs 
are defined by specific cell surface markers (CD44+/CD24‐/ALDH1+). Additionally, in many cases, 
breast cancer TICs have been shown to be dependent on developmental signalling pathways 
(89), particularly the Notch, WNT and Hedgehog pathways (89). Since TICs tend to possess 
properties similar to less differentiated cells, they may possess the ability to adapt to the 
adverse conditions caused by chemotherapy treatment (89,90). In addition, since TICs are 
relatively quiescent, they are less sensitive to chemotherapy agents targeting rapidly dividing 
cells, such as the taxanes or anthracyclines. They also may over‐express ABC drug transporters, 
which are known to play a role in resistance to both taxanes and anthracyclines, as mentioned 
in previous sections (89,90). Nevertheless, there has been controversy about the cell surface 
markers that define breast TICs and which stem cell markers are correlated with chemo‐
resistance (90,91). ‘‘Basal‐like’’ breast cancers are associated with poor patient prognosis and 
have many of the properties of TICs (92), but such cancers remain some of the most chemo‐
responsive tumours (93). Moreover, while clear subtypes of breast cancer have been identified 
through gene profiling studies (94) and while these subtypes differ in response to adjuvant 
chemotherapy (95), there are currently no pre‐treatment genetic or protein biomarkers that 
can definitively distinguish between tumours that are responsive to anthracycline or taxane 
chemotherapy regimens and those that are not (94). 
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1.2.4 Management of breast cancer patients with drug‐resistant tumours 
Even if the appropriate biomarkers can be found to identify chemo‐resistant tumours, 
the challenge of how to manage patients with such tumours remains. Typically, upon failure to 
respond to chemotherapy with anthracyclines and taxanes, treatment moves to other 
chemotherapy drugs in the adjuvant setting or to surgery and/or radiation therapy in the 
neoadjuvant setting. Strategies used to treat drug‐resistant breast cancer involve the 
employment of drugs with mechanisms of action distinct from taxanes and anthracyclines, 
including capecitabine (96), navelbine, gemcitabine (97), and carboplatin. 
Currently there has been little success in restoring drug sensitivity to patients whose 
tumours have acquired resistance to anthracyclines and taxanes (4). With increased knowledge 
of clinically relevant drug resistance mechanisms, it may be possible to interfere with these 
mechanisms to restore chemo‐sensitivity. An early example of attempts to re‐establish drug 
sensitivity by interfering with a drug resistance mechanism involves the employment of P‐gp 
inhibitors in patients with chemotherapy‐resistant tumours (98). Two such inhibitors, Verapamil 
and Tariquidar, were found to restore sensitivity to doxorubicin in drug‐resistant cells (98), but 
had little effect on restoring clinical response to anthracycline‐ or taxane‐containing 
chemotherapy regimens (99). 
Another possible strategy to restore sensitivity to chemotherapy regimens in breast 
cancer patients involves the use of chloroquine. Chloroquine (Resochin) was originally 
developed as a drug to prevent malarial infections in humans (100). Its use has been expanded 
to include treatment for autoimmune disorders such as rheumatoid arthritis and recently as a 
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radio‐sensitizing or chemo‐sensitizing agent in cancer and HIV chemotherapy (101–104). In the 
case of cancer treatment, chloroquine is thought to act by inhibiting autophagic survival while 
activating apoptotic pathways (103,104). This occurs because chloroquine preferentially 
accumulates in lysosomes of the cells where the pH of the lysosomes traps the chloroquine 
(101). Additionally, chloroquine permeabilizes the lysosomes allowing for the release of 
lysosomal enzymes into the cytosol (101). Thus, chloroquine may sensitize tumour cells to 
radiotherapy or chemotherapy by interfering with autophagic survival pathways induced upon 
exposure to chemotherapy agents (101). Several clinical trials are currently under way to assess 
the efficacy of chloroquine as a possible tool to restore sensitivity to chemotherapy agents, 
such as the anthracyclines and taxanes. Research is also being performed on other autophagy 
inhibitors as sensitizing agents for chemo‐resistant tumours. 
Given that patient tumours vary in response to chemotherapy agents (both prior to and 
after previous rounds of chemotherapy), an additional approach to manage breast cancer 
patients would be to accurately assess tumour response to chemotherapy early in treatment, 
such that patients with non‐responding tumours could be quickly switched to other 
downstream regimens such as surgery, radiation therapy, or other chemotherapy drugs. A 
recent study revealed that locally advanced breast cancer patients exhibiting a pathologic 
complete response to epirubicin/docetaxel chemotherapy post‐treatment exhibited significant 
reductions in RNA integrity during chemotherapy (105). This ‘‘response biomarker’’ may be of 
particular value in patient management, if tumour response can be determined after one or 
two cycles of chemotherapy. The true value of this biomarker will only be determined through 
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additional studies involving the assessment of multiple cohorts of breast cancer patients at 
various cycles during chemotherapy treatment. 
1.2.5 Summary 
Anthracyclines and taxanes are powerful chemotherapy drugs used in the treatment of 
breast cancer, in particular for those patients that achieve a pathologic complete response to 
treatment with these agents. However, the majority of patients exhibit innate or acquired 
resistance to anthracycline‐ or taxane‐containing regimens. While much has been learned from 
in vitro and in vivo studies on resistance to anthracyclines and taxanes in breast tumour cells, it 
appears likely that breast tumours evade the action of these agents through multiple 
mechanisms. Moreover, these mechanisms likely vary among patients and among the cell 
population within a given tumour. This makes it difficult to predict chemotherapy response and 
to identify a single small molecule that will block innate or acquired drug resistance. 
Nevertheless, significant advancements have been made in understanding the molecular 
diversity of breast cancers and their differential sensitivity to anthracyclines and taxanes. These 
tools are helping guide the oncologist in assessing a particular patient’s risk of treatment failure. 
In addition to such predictive biomarkers, the development of response biomarkers may help 
confirm drug resistance early in treatment, such that non‐responding patients can be moved 
more rapidly to alternate and potentially more beneficial treatments. The development of 
agents to prevent or combat resistance to anthracyclines and taxanes in select or multiple 
cohorts of breast cancer patients would help further improve the therapeutic benefit to 
patients with breast cancer. Given that the majority of patients do not receive a survival benefit 
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from adjuvant or neoadjuvant chemotherapy with anthracycline and taxanes (106,107), there is 
still significant and challenging work to be done. 
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1.3 Inflammatory cytokine signalling in tumours and tumour‐associated tissues, and its 
potential implications in cancer chemotherapy 
  As discussed, resistance to chemotherapy drugs is a major problem in clinical oncology. 
Solid tumours from a variety of tissues, along with haematological neoplasms, can exhibit or 
acquire drug‐resistant phenotypes. It has been suspected that these phenotypes, in many 
cancer patients, are driven by extracellular signalling between tumour cells, and also between 
tumour and immune cells. Further, it appears that inflammatory pathways can drive not only 
resistance to chemotherapy drugs but also cancer progression and metastasis. The following 
review describes the current state of knowledge related to cytokine signalling pathways and 
their implications in the treatment of various types of cancer. 
1.3.1 Inflammatory signalling is an important part of our physiological response to 
pathogen recognition or cell damage 
  Of the trillions of cells that make up the human body, there are roughly 200 different 
types (108), which together make up the tissues, organs, and organ systems. Each cell type 
expresses a unique set of genes, while co‐ordinating its behaviour with other cells by sending 
and receiving extracellular signalling molecules.  These molecules can take on a variety of 
forms, some of which are released as relatively small chemical messengers derived from 
cholesterol (including the steroid hormones), and others that are multimeric proteins consisting 
of thousands of amino acids that can be either released as soluble entities or presented to 
receptors on the cell membrane. The effect of the signalling molecule depends on its molecular 
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structure, the presence of other signalling molecules in its surroundings, and the nature of the 
cell receiving it. Some of these molecules can act on more than one type of receptor and 
likewise, some receptors can be activated by more than one type of signalling molecule.     
  Along with the capacity to co‐ordinate the activities of different tissues through cell 
signal transduction, the human body is equipped with a remarkable ability to detect and 
mitigate threats to homeostasis such as an invasion by a bacterial, viral, or fungal pathogen. 
Cellular receptors on a variety of human cell types are able to recognize distinct molecular 
patterns that are prevalent in pathogenic microorganisms (109). One such molecular pattern, 
which comprises the majority of the outer leaflet of the lipid membrane of Gram‐negative 
bacteria, is called lipopolysaccharides (LPS). LPS provide bacteria with a protective barrier 
against toxic compounds, such as antibiotics, and allows them to survive in harsh environments 
(110). LPS are recognized as a danger signal to many types of eukaryotic cells, including human 
tissue. 
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Figure 2.1 ‐ Molecular structure of LPS ‐ adapted from Dong et al. (111) 
 
  As depicted in figure 2.1, the general structure of LPS is comprised of lipid and sugar 
components, some of which are found to be more variable in nature than others. The lipid A 
component of LPS anchors it to the outer plasma membrane of bacteria (112). It is conserved 
relative to the O‐antigen and core components and it is sufficient for inducing the 
pathophysiological effects caused when LPS is released by dying bacteria (113). Although the 
Lipid A structure is conserved, variations do exist among bacterial species.  Some variations give 
rise to forms of LPS that are not immunogenic, while other forms even show antagonistic 
effects.  For example, the penta‐acylated form of LPS produced by Rhodobacter Spheroides 
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binds to the human receptor involved in LPS recognition and inhibits hexa‐acylated 
(immunogenic) forms of LPS from provoking a response (114). 
  In multicellular organisms, a family of cellular receptors called the toll‐like receptors 
(TLRs) are one of several families of protein receptors that specialize in the recognition of 
pathogen‐associated molecular patterns (PAMPs). For example, binding of LPS to TLR4 (a TLR 
family member) results in receptor activation at the cell membrane surface, the 
heterodimerization of intracellular adaptor proteins and the activation of a variety of 
transcription factors that influence gene expression. Exposure of LPS to cells expressing TLR4 
activates  downstream pathway components and leads to the release of inflammatory 
cytokines (115–119). Inflammatory cytokines are part of the broader family of cytokine proteins 
that are released from many different cell types and regulate a variety of important processes 
in humans, including the activity and movement of leukocytes, nociception (pain), and 
inflammation. Inflammation, in particular, is the result of a local increase in blood flow, 
triggered by cytokine release, which presents as pain, localized heat, redness, swelling, and in 
extreme cases loss of function (120).  
  Inflammatory cytokines activate cells of the immune system, such as lymphoid and 
myeloid cells, to help maintain homeostasis during exposure to a pathogen. In humans, the 
immune system has two distinct components, the innate and adaptive immune responses. The 
recognition of a PAMP will first trigger an innate immune response involving cells with a 
specialized function (primarily macrophages and neutrophils), which can internalize and kill 
microbes that have breached the epithelial barrier, and also produce a variety of antimicrobial 
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compounds (121). The innate immune system, in some form or another, has coevolved with 
microbes, serving to protect all multicellular organisms from infection. Generally, innate 
responses are fast‐acting measures but lack the specificity of adaptive (specific) responses, 
which take more time to develop (121). An adaptive immune response requires the 
phagocytosis of a pathogen‐specific antigen, which is then presented to a T‐lymphocyte (T‐cell), 
stimulating its proliferation, and differentiation into a more activated state that can recognize 
and destroy foreign cells that possess the specified antigen (121). 
  As previously mentioned, toll‐like receptors are known to play a role in the recognition 
of PAMPs but they're also involved in the recognition of one or more endogenous signals 
(122,123), called 'alarmins'.  Alarmins are intracellular proteins, nucleic acids, or small 
molecules that are passively released into the extracellular environment during the 
disintegration of cells caused by mechanical force, excessive heat, cold, acids, bases, or 
cytotoxic poisons (124) and they have been found to play important roles in informing the host 
of tissue damage and the subsequent stimulation of reparative measures. They can also be 
actively released by immune cells through the endoplasmic reticulum/Golgi complex or other 
specialized secretion pathway(s). Among other functions, alarmins are recognized by cells of 
the innate immune system, promoting their chemotactic movement from the blood stream to 
the site of inflammation, and permitting adaptive immune responses (124), a function also 
shared by many inflammatory cytokines.  PAMPs (exogenous) along with alarmins 
(endogenous) are considered subsets of a larger group of immunomodulators called damage‐
associated molecular patterns (DAMPs).  Growing evidence shows that both can elicit similar 
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physiological responses, resulting in activation of cells that specialize in tissue repair and 
pathogen killing (124). Thus, it appears that at some level human cellular responses to 
pathogen invasion as well as tissue damage are inextricably linked. From an evolutionary 
perspective, this may be largely advantageous since tissue damage typically leaves an individual 
vulnerable to pathogen invasion, while pathogen invasion likely seldom occurs without some 
degree of tissue damage.      
  Among the alarmins, the high mobility group box 1 protein HMGB1 is one of the most 
well‐studied.  It is present in most human cells (125), where it functions as a nuclear cofactor in 
transcriptional regulation (126–129). During non‐programmed cell death, such as secondary 
necrosis, cells will release HMGB1, which is able to induce an immune response. However, in 
the event of programmed cell death such as apoptosis, cells modify their chromatin so that 
HMGB1 remains bound and is not released into the extracellular environment (130). To a 
similar end, specific oxidation of cysteine residues on HMGB1 will prevent its interaction with 
TLR4/MD‐2, blocking its ability to induce subsequent cytokine release from macrophages (128), 
and thus its inflammatory potential. 
  In summary, cytokines and alarmins can be released by a variety of human cell types 
and it has become evident that tumour cells are indeed a source of both. The following section 
will explore the documented roles of these extracellular signals, with an emphasis on 
inflammatory cytokines that are reportedly produced by tumours in response to treatment with 
chemotherapy drugs. 
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1.3.2 Chemotherapy‐induced cytokine signalling in cancer cells and the tumour 
microenvironment 
  Cancer is the result of a cell’s acquisition of a variety of biological capabilities or 
'hallmarks' as outlined by Hanahan and Weinberg (131). These include sustained proliferative 
signalling, the ability to evade growth suppressors, resisting cell death, enabling replicative 
immortality, inducing angiogenesis, and the ability to invade other tissue and metastasize (131). 
More recently, the ability to escape immune destruction has been recognized as another 
hallmark. It is suggested that genome instability and inflammation accelerates the acquisition of 
a variety of the above hallmarks (131). Inflammation, is a product of the body's response to 
tissue damage or pathogen invasion. It is required for tissue repair and host defense, but 
prolonged inflammation can often be the cause for disease.  In a cancer patient, it is often 
unclear whether inflammation plays a protective or deleterious role in disease progression. 
Chemotherapy drugs can suppress tumour growth but also induce inflammatory pathways in 
tumour cells, which has been shown experimentally to support tumour progression or, in other 
cases, encourage an anti‐tumour immune response. Thus, with the goal of better 
understanding the context under which each of these possible outcomes occurs, recent 
progress exploring chemotherapy‐induced inflammatory cytokine production and its effects on 
the tumour microenvironment will be reviewed.   
  For decades, inflammatory cytokines have been the topic of extensive study in oncology, 
implicated as promoters or in some cases inhibitors of tumour cell proliferation.  They also are 
known to have effects on angiogenesis, metastasis, and another malignant cell behaviour. 
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Research has shown that several therapeutic agents used in the treatment of cancer can 
stimulate the production of several inflammatory cytokines from both cells of the immune 
system as well as the tumour. The extracellular space proximal to a tumour contains a 
repertoire of recruited, apparently normal cells, collectively referred to as the tumour 
microenvironment, which can contribute to progression of disease.  Originating from either the 
tumour or other cells within its microenvironment, inflammatory cytokines in the tumour 
microenvironment play a major role in  cancer behaviour (131).  
  The taxane class of chemotherapy drugs, including docetaxel and paclitaxel, are 
commonly used in the treatment of breast cancer, among other forms of the disease. Taxanes 
bind to β‐tubulin where they exert their cytotoxic effects on tumour cells through the 
stabilization of microtubules and the resulting arrest in mitosis (132). Among the first 
documented studies of inflammatory cytokine production in response to treatment with 
chemotherapeutic drugs were reports of murine macrophages that increased their production 
of TNF‐α and interleukin‐1 after exposure to paclitaxel (133). It was later suggested that this 
action of paclitaxel is distinct from its cytotoxic activity (134). Figure 2.2 depicts the molecular 
structure of the most widely used taxanes, docetaxel and paclitaxel.  
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Figure 2.2 ‐ Molecular structure of docetaxel and paclitaxel.  
Docetaxel: R=tert‐Butyl‐O, R’=H; Paclitaxel: R=Phenyl, R’=Acetyl; adapted from (135) 
 
  Since then, the ability of taxanes, along with other drug families, to induce inflammatory 
cytokine production has been observed, in some cases from immune cells, and in other cases 
from tumour cell lines. Most cytokines act closely to where they are produced, often on the 
same cell from which they were released, which is called autocrine action. In other cases, 
cytokines produced by one cell act on another in a paracrine fashion. Some cytokines such as 
TNF‐α can have important local effects, but also distant or systemic effects, referred to as 
endocrine function (121). The autocrine and paracrine actions of a variety of inflammatory 
cytokines have been shown to affect tumour behaviour. The table below presents a variety of 
studies related to chemotherapy‐induced cytokine release.  
   
 
34 
 
 
 
Table 2.1 ‐ Chemotherapy‐induced release of a variety of inflammatory cytokines from various tumour and 
immune cell lines  
Chemotherapy drug 
 
Cytokine(s) induced  Cell type  Reference 
Doxorubicin  MCP‐1, IL‐6, CXCL8  MCF‐7  (57) 
Camptothecin  IL‐6  Lung cancer cell lines  (136) 
Dacarbazine  CXCL8, VEGF  Melanoma  (137,138) 
Cisplatin  IL‐6  Lung cancer cell lines  (136) 
Trastuzumab  EGF, IL‐6  Breast cancer (BT‐474) and gastric 
cancer (NCI‐N87) 
(139) 
Docetaxel  C5/C5a, I‐309, IFNγ, IL‐1α, 
IL‐1rα, RANTES 
Prostate cancer cell line PC3  (140) 
Docetaxel  IL‐10  Docetaxel‐resistant PC3 (prostate)  (140) 
Docetaxel  CXCL1, RANTES  PC3 (prostate)/U937 (monocyte) 
mixed culture 
(140) 
Docetaxel  GCSF, IL‐27  Docetaxel‐resistant PC3 (prostate) / 
U937 (monocyte) mixed 
(141) 
Paclitaxel  TNF‐α, IL‐1α/β  Murine macrophages  (133) 
Docetaxel  TNF‐α  MCF‐7 (breast), A2780 (ovarian) 
tumour cells 
(24) 
Paclitaxel  CXCL8  Ovarian tumour cells  (142) 
Paclitaxel   CXCL8  Primary ovarian tumour cells  (143) 
Paclitaxel  CXCL8  Human lung carcinoma  (144) 
Oxaliplatin  CXCL8, CXCL1  Prostate cancer cell lines PC3, DU145  (145) 
Doxorubicin  TNF‐α  Breast epithelial cells (in vivo mouse)   (146) 
Doxorubicin, cisplatin  IL‐6, CXCL8, CCL2, CCL5, 
BFGF, G‐CSF, VEGF 
Tumour cells  (147) 
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1.3.3 Changes in tumour autocrine signalling 
1.3.3.1 Tumour necrosis factor‐α (TNF‐α) 
  TNF‐α is perhaps the most widely studied inflammatory cytokine, playing important 
roles in regulating both the innate and adaptive immune response pathways through its ability 
to affect a variety of cell types. It has been dubbed "a master regulator of leukocyte 
movement" (148), and recently has been shown to affect tumour cells directly through 
autocrine action. 
  We have shown that TNF‐α is released from breast and ovarian tumour cells in response 
to treatment with chemotherapy drugs of the taxane class (24), as well as anthracyclines 
(doxorubicin), platinating agents (carboplatin), and nucleoside analogs (5‐Fluoruracil) (149). It 
was found that when MCF‐7 breast tumour cells were treated with a neutralizing antibody 
specific for TNF‐α receptor 1 (TNFR1), the cells became less sensitive to the growth inhibitory 
effects of docetaxel (24). An explanation for this is that docetaxel‐induced autocrine TNF‐α 
signalling, through TNFR1, contributes to the drug’s cytotoxic action on MCF‐7 cells (24). 
Another study reported that addition of TNF‐α, in recombinant form, potentiated the cytotoxic 
effect of paclitaxel in human SKOV3 ovarian cancer cells (150). 
  We also found that breast cancer cells selected for survival in increasing concentrations 
of docetaxel became resistant to the drug, while simultaneously increasing their production of 
TNF‐α at intermediate selection doses (24). An investigation into the expression of TNF‐α 
receptors revealed that concomitant with the acquisition of docetaxel resistance, there was a 
significant decrease in the level of TNFR1 protein levels, with no change in  TNFR2 levels (24). 
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Thus, it is possible that while TNF‐α signalling through TNFR1 activates a death pathway in the 
presence of docetaxel, abrogation of this pathway during acquisition of drug resistance shifts 
the effective balance of TNF‐α signalling to the TNFR2 pathway, promoting survival. In support 
of this view, it was demonstrated that inhibition of TNFR2 signalling using a TNFR2‐neutralizing 
antibody caused a sensitization of docetaxel‐resistant breast tumour cells to docetaxel (24). 
Thus, it appears that depending on the relative levels of the two TNF‐ receptors, TNF‐α 
signalling can either increase or decrease the sensitivity of breast tumour cells to docetaxel. The 
above findings suggest that the autocrine role of TNF‐α on tumour cells is context‐dependent, 
depending upon the relative levels of TNF‐α receptors present on target cells (24).  As discussed 
later, the effects of drug‐induced TNF‐α release is also dependent upon the level of TNF‐α in its 
soluble form (151), as well as its membrane‐bound isoform (152).      
1.3.3.2 CXCL8 (Interleukin‐8 (IL‐8))     
  Another inflammatory cytokine, CXCL8  has been studied for its potential role in cancer 
progression (153,154), metastasis (155), and drug resistance (156,157). CXCL8 plays many roles 
in immune responses and is released by a variety of immune cells, including monocytes, 
neutrophils, along with endothelial cells, mesothelial cells, and tumour cells (157). It possesses 
chemotactic activity and the ability to recruit neutrophils, basophils and T‐cells to a site of 
immune activation (158–161). CXCL8 elicits its effects through two known cell‐surface G 
protein‐coupled receptors, CXCR1 and CXCR2 (IL‐8RA and IL‐8RB), which are expressed by most 
tumour cells (157,162) as well as endothelial cells (163). 
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  Along with TNF‐α, CXCL8 was found to be released from ovarian cancer cell lines in 
response to paclitaxel (142).  Approximately fifty percent of human ovarian cancer cell lines 
responded to paclitaxel with increased CXCL8 production, a trend that extended to freshly 
explanted primary ovarian cancer cells (143). In responding cells, paclitaxel‐induced CXCL8 
expression required accumulation of drug within tumour cells and involved increased gene 
transcription (142). Also, paclitaxel‐responsive elements located within the CXCL8 gene 
promoter were found to be necessary and sufficient for paclitaxel‐induced CXCL8 production in 
responsive ovarian cancer cell lines (142).  
  Consistently, paclitaxel has been shown to upregulate CXCL8 synthesis in a subset of 
human lung carcinoma cell lines (144) and an independent study later showed that CXCL8 is a 
growth factor for both non‐small and small cell lung carcinoma (164), specifically through the 
CXCL8 receptor CXCR1, but not through the other known receptor, CXCR2 (164).  
  Another study found that the level of basal CXCL8 production in A2780, SKOV3, and 
CAOV‐3 ovarian cancer cells was negatively correlated with sensitivity to either paclitaxel or 
cisplatin, suggesting a connection between CXCL8 expression and drug resistance. In 
experiments where CXCL8 was over‐expressed in poorly‐expressing A2780 cells, cells exhibited 
increased resistance to both paclitaxel and cisplatin (157). In these studies, the authors 
suggested that CXCL8‐induced drug resistance may be due to increased expression of the gene 
for the ABCB1 drug transporter MDR‐1, which expresses P‐glycoprotein (P‐gp), as well as other 
genes. Similar findings from the same research group concluded that tumour IL‐6 production, 
and subsequent autocrine signalling, resulted in increased resistance to paclitaxel and cisplatin 
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in ovarian cancer cells, through increased expression of multidrug‐related genes, apoptosis 
inhibitory proteins, and activation of survival pathways (165).   
  In another study, the expression levels of IL‐6 and CXCL8 were found to increase in MCF‐
7 breast cancer cells selected for resistance to paclitaxel. These cells were found not only to be 
resistant to paclitaxel, but also to doxorubicin and 5‐fluorouracil, and exhibited increased 
expression of the ABC transporter P‐gp (57). Furthermore, treatment with neutralizing 
antibodies or transfection with siRNAs targeting IL‐6 and CXCL8 expression resulted in an 
increased sensitivity of the drug‐resistant cells to both paclitaxel and doxorubicin. In support of 
a role for IL‐6 and CXCL8 in drug resistance, the overexpression of both cytokines resulted in 
increased resistance to both paclitaxel and doxorubicin in drug‐naive MCF‐7 cells (57).  The 
authors of these studies suggest that P‐gp activity limits the accumulation of drug within cells, 
but that there are other factors contributing to drug resistance, since inhibition of the 
transporter with verapamil only partially restored sensitivity to drug (57). Critically speaking, 
without evidence that verapamil treatments completely restored accumulation of drug in the 
drug‐resistant cells, it is possible that only partial inhibition of P‐gp was achieved and this 
accounted for residual drug resistance. Thus, the drug‐resistant phenotype could be mediated 
by P‐gp and cellular export of drug, entirely. Regardless, these cytokines could indeed be drivers 
of P‐gp expression or activity, and may promote the expression or activity of other survival 
pathways in tumour cells. 
  It is worth noting that CXCL8 transcript expression is consistently elevated upon 
acquisition of taxane‐resistance in cancer cell lines (57,166), consistent with our own 
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observations in breast cancer cell lines selected for resistance to docetaxel that show an 
increase in CXCL8 release relative to their drug‐naive parental cell line (149).  
  It is unclear whether CXCL8 plays a role in tumour drug resistance in a clinical setting. 
However, consistent with a role in drug resistance, elevated levels of CXCL8 in the tumours of 
patients with ovarian carcinoma were associated with poor prognosis in some studies 
(167,168). 
  Along with autocrine effects in both ovarian and breast cancer cells, reports suggest that 
CXCL8 may mediate resistance to oxaliplatin in metastatic prostate cancer cells (145). This study 
demonstrated an oxaliplatin‐induced activation of NF‐κB and increased gene transcription of 
CXCL8, CXCL1 and related receptor, CXCR2, in two androgen‐independent prostate cancer cell 
lines. Inhibition of CXCR2 signalling resulted in abrogation of drug‐induced NF‐κB activation and 
increased oxaliplatin cytotoxicity (145). The table below presents studies that have 
demonstrated a role for one or more inflammatory cytokines, that have been shown to be 
upregulated by chemotherapy drug, in cells that are resistant to treatment through an 
autocrine signalling mechanism.  
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Table 2.2 ‐ Cytokines identified as playing a role in resistance to cytotoxic agents via autocrine signalling and also 
induced by a chemotherapy agent 
Cytokine(s)  Cytotoxic agent  Cell types involved  Tumour cell Targets*  Reference 
Interleukin‐6  Gemcitabine  Pancreatic cancer 
cells 
FAK and ERK1/2  (169) 
Interleukin‐6  Trastuzumab  MCF‐7 and SUM‐159 
HER2+ cells 
IL‐6R/STAT3/AKT/NF‐κB  (170) 
Interleukin‐6  Trastuzumab  NCI‐N87 gastric 
cancer cells 
STAT3/Jagged‐1/Notch  (171) 
Interleukin‐6, 
EGF 
Trastuzumab  BT‐474 (breast) and 
NCI‐N87 (gastric) 
STAT3  (139) 
Interleukin‐6  Dexamethasone  Various myeloma cell 
lines 
  (172) 
Interleukin‐6  Cisplatin  Non‐small cell lung 
cancer cells (A549 
and H157) 
IL‐6 gene transcription  (173) 
Interleukin‐6  Paclitaxel  SKOV3 and SKOV3/TR  IL‐6 gene transcription / 
STAT3 
(174) 
Interleukin‐6  Various anti‐HER2 
agents 
ER‐/HER2+ Breast 
cancer cells 
IL‐6/JAK/STAT3/ 
Calprotectin 
(175) 
Interleukin‐6  Camptothecin, 
Cisplatin 
Various lung cancer 
cell lines 
Ataxia telangiectasia 
mutated / NF‐κB 
(136) 
Interleukin‐6  Doxorubicin, 
Vincristine, 
Paclitaxel 
MCF‐7  C/EBPβ, C/EBP, MDR‐1  (176) 
Interleukin‐6  Tamoxifen  CAOV‐3, SKOV3, ES‐2, 
A2780 
ER‐α activity through 
MEK/ERK and PI3K/Akt  
(177) 
TNF‐α  Docetaxel  Docetaxel‐resistant 
MCF‐7 
TNFR2 / NF‐κB  (24) 
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CXCL8  Cisplatin, Paclitaxel  A2780, SKOV3, 
CAOV‐3 
MEK/ERK and PI3K/Akt  (157) 
Interleukin‐6  Cisplatin, Paclitaxel  A2780, SKOV3, 
CAOV‐3 
MEK/ERK and PI3K/Akt  (165) 
Interleukin‐6  Paclitaxel, 
Doxorubicin 
MCF‐7  P‐gp  (57) 
CXCL8  Paclitaxel, 
Doxorubicin 
MCF‐7  P‐gp  (57) 
CXCL8  Oxaliplatin  Prostate cancer cell 
lines PC3, DU145 
 NF‐κB  (145) 
  
 
1.3.3.3 IL‐6 (interleukin‐6) 
Autocrine signaling involving IL‐6 and CXCL8 by triple‐negative breast cancer cells has 
been found to be required for growth and survival, and the simultaneous knockdown of both 
genes was required to sensitize the cells to paclitaxel‐ or staurosporine‐induced apoptosis 
(178). Trastuzumab (Herceptin) is a monoclonal antibody targeting the HER2 receptor and is 
commonly used to treat HER2‐positive breast cancers.   Treatment of HER2‐positive breast 
cancer cells with trastuzumab induces the expression of IL‐6, activating STAT3, which further 
upregulates IL‐6 expression. This positive feedback loop has been shown to establish resistance 
to trastuzumab in breast (139,170) and gastric cancer (171).  In HER2‐positive cell lines, IL‐6 
activation of STAT3 resulted in increased S100A8/9 (calprotectin) levels, which activates 
proliferative and drug resistance pathways (175).  Interleukin‐6 has been shown, by a variety of 
groups, to drive drug resistance to chemotherapy drugs including gemcitabine, trastuzumab 
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(among other anti‐HER2 agents), dexamethasone, cisplatin, camptothecin, doxorubicin, 
tamoxifen, as well as microtubule disruptors vincristine and paclitaxel in cancer originating from 
various tissue types (see table 2.2 for a list of studies). Although, it is among the most widely 
studied cytokine for its contribution to chemotherapy drug resistance (reviewed in (179,180)), 
IL‐6 was not a major focus of this dissertation and will not be extensively discussed here. 
1.3.3.4 CXCL1 (GRO‐α) 
  CXCL1 plays a prominent role in the early stages of neutrophil recruitment during tissue 
inflammation (181) and activates the same cell surface receptor (CXCR2) as CXCL8. Production 
of CXCL1 in tumour cells was shown to occur in vivo after tumour‐implanted mice were treated 
with doxorubicin, a study described later (146). CXCL1 has also been suggested to induce 
tumour cell proliferation in an autocrine fashion, since epithelial ovarian cancer cells (SKOV3 
and OVCAR‐3) over‐expressing CXCL1 exhibited increased proliferation rates relative to wild‐
type cells (182). The shedding of EGF and activation of both EGFR and MAPK was required for 
the increased proliferative capacity, resulting from autocrine CXCL1 signalling through the G‐
protein‐coupled receptor CXCR2 (182). As reviewed by Dhawan and Richmond, CXCL1 also has 
strong tumourigenic potential in melanocytes (183), with the ability to promote tumour 
formation in mice implanted with otherwise benign, immortalized melanocytes (184). 
   Thus, a variety of inflammatory cytokines have been characterized for their release and 
subsequent autocrine effects during chemotherapy treatment, mostly in an in vitro setting. 
Aside from TNF‐α, it appears that most of the other inflammatory cytokines cited above are 
reported to have tumour‐supporting autocrine effects.  The relevance of chemotherapy‐
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induced cytokine pathways in tumour initiation and progression in vivo is, however, less clear. 
The net effect of changes in cytokine signalling pathways on tumour behaviour in vivo depends 
on signals from multiple cell types, involving autocrine and paracrine mechanisms that 
comprise a complex signalling network. The inherent complexity of paracrine signalling 
networks presents some difficulty for researchers.  However, some groups have reported 
paracrine cytokine signalling loops involving tumour cells and their interactions with immune 
and endothelial cells within the tumour microenvironment.    
1.3.4 Changes in tumour paracrine signalling 
  As mentioned, CXCL8 production in ovarian tumour cell lines was found to be triggered 
by paclitaxel (142), a frontline therapy used in the treatment of ovarian carcinoma. The 
biological significance of this phenomenon was assessed by the same group using an in vivo 
mouse model, whereby human ovarian cancer cells were transfected with an expression vector 
for CXCL8, injected into nude mice, and then tested for their ability to form a tumour (185). The 
group found that CXCL8 expression did not affect the growth of tumour cells in vitro but when 
the tumour cells were injected into mice, the growth of CXCL8‐expressing tumour cells was 
significantly reduced compared to the control cells (185).  Consistently, injection of a 
neutralizing antibody for CXCL8 caused an increase in tumour growth in the mice injected with 
CXCL8‐expressing tumour cells. Interestingly, examination of mouse tissue near the injection 
site revealed dramatically elevated levels of neutrophils and macrophages in mice that were 
injected with CXCL8‐expressing tumour cells. The group hypothesizes that the elevated immune 
cells within the tumour microenvironment may be due to CXCL8‐dependent chemotaxis (185).   
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  On the other hand, other groups found that overexpression of CXCL8 in ovarian 
carcinomas was found to be directly associated with tumour vascularity and cell proliferation 
(162), as well as metastasis in melanoma (186). In a clinical setting, immunohistochemical 
analysis of patient ovarian tumours revealed a positive correlation between CXCL8 levels and 
disease‐specific mortality (156). This particular finding prompted a study involving 
orthotopically‐implanted human ovarian tumour cell lines in mice. The study demonstrated that 
silencing of CXCL8, by administration of liposome‐encapsulated CXCL8 siRNA, suppressed 
multiple tumourigenic properties, including angiogenesis and tumour cell invasiveness (156). 
The authors further provided data suggesting the production of CXCL8 by tumour cells 
promotes angiogenesis in vivo, as measured by elevated levels of the endothelial cell marker 
CD31 at the tumour (156), a cell marker known to increase proportionately to microvessel 
density. In addition, the above study showed that CXCL8  also  induced MMP expression, which 
was associated with increased invasiveness of tumour cells (156). It is interesting to note that 
an in vitro assessment revealed that CXCL8 had no effect on HeyA8 and SKOV3ip cell line 
proliferation (156).  This suggests that although CXCL8 autocrine signalling may promote 
invasiveness via MMP induction, its effect on tumour cell proliferation in vivo is through effects 
on endothelial cells and angiogenesis‐dependent mechanisms. Although not discussed by the 
authors, immunohistochemical analysis of implanted tumours in the study revealed a 
detectable elevation in CXCL8 expression from mice treated with docetaxel and CXCL8 siRNA, 
relative to those treated with CXCL8 siRNA alone (156). Docetaxel treatment, however, did not 
result in changes in serum CXCL8 levels. 
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  In a clinical setting, it remains unclear whether chemotherapy treatment induces 
cytokine release from tumours. Among several cytokines examined, blood levels of IL‐6, CXCL8, 
and MCP‐1 were found to decrease in patients with epithelial ovarian cancer following 
administration of steroids, but then significantly increased 24 hours after the administration of 
paclitaxel (187).  The levels of these cytokines were also found to be constitutively elevated in 
peritoneal fluid, at concentrations two to three logs greater than those found in serum (187). 
Elevated levels of IL‐6 and CXCL8 were found in patients with ovarian cancer relative to healthy 
controls, and high levels of these cytokines were found to be associated with a poor immediate 
response to paclitaxel (187). It was found in another study that IL‐6 and CXCL8, among six 
cytokines tested, increased slightly in the blood serum of patients given paclitaxel for the 
treatment of non‐metastatic breast cancer (188). However, the source of systemic 
inflammatory cytokines could be a variety of tissues, including peripheral blood leukocytes, 
tumour stroma, or tumour cells among other cell types, and it is unclear whether increased 
cytokine production in a tumour would be detected in the blood serum. 
  Clinical research has demonstrated what appears to be an intricate link between chemo‐
resistance and metastasis in cancer (189,190). A potential explanation for this is highlighted in a 
recent study describing a paracrine signalling network involving endothelial, myeloid, and 
breast tumour cells, whereby the alarmin (chemokine) S100A8/9, as well as inflammatory 
cytokines CXCL1 and TNF‐α, play key roles in the interactions between tumour and healthy host 
cells (146). These studies used a mouse model to show that chemotherapy agents such as 
doxorubicin, paclitaxel, and cyclophosphamide, although toxic to tumour cells, are capable of 
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inducing TNF‐α production in endothelial cells.  This in turn, causes increased expression of 
chemokines CXCL1 and CXCL2 from tumour cells, which recruit CXCR2‐expressing (CD11b+Gr1+) 
myeloid cells to the tumour (146). Recruited myeloid cells, in turn, release the alarmin 
heterodimer S100A8/S100A9, which promotes lung metastasis as well as breast cancer cell 
survival (146). The tumour‐promoting effect of this heterodimer was shown to be mediated by 
ERK1/2 and p70S6K activation in tumour cells, as inhibition of these kinases was found to 
increase tumour sensitivity to doxorubicin (146). The table below summarizes the studies 
discussed here, which are related to the effects of tumour‐derived cytokines on the tumour 
microenvironment. 
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Table 2.3 ‐ Mouse studies related to the effects of tumour‐derived cytokine  
Effects on Tumour 
Microenvironment 
Tumour Cell line 
(Origin) 
Mouse Model 
(Tumour location) 
Reference 
CXCL8 attracted predominantly 
neutrophils (Gr1+) and some 
monocytes to tumour, suppressing 
tumour growth 
OVCA 420, 429 (human 
ovarian cancer) 
Female BALB/c‐nu/nu 
mice (lower back) 
(185) 
CXCL8 contributed to 
angiogenesis, promoting tumour 
cell proliferation 
HeyA8, SKOV3ip1, 
SKOV3ip.TR (human 
ovarian carcinoma) 
Female athymic nude mice 
(NCr‐nu) (intraperitoneal) 
(156) 
CXCL1/2 attracted myeloid cells 
(CD11b+Gr1+) to tumour, 
promoting tumour cell drug 
resistance and lung metastasis  
LM2‐4175 (Lung cancer 
metastasis from human 
breast cancer) 
PyMT‐F, PyMT‐B (C57BL/6) 
(mammary fat pad) 
(146) 
TNF‐alpha attracted myeloid cells 
to tumour and caused their 
differentiation to 
myeloid/endothelial phenotype, 
increasing angiogenesis and 
tumour progression 
B‐16 (mouse 
melanoma), LLC (mouse 
lung cancer), PyMT‐
derived (mouse breast 
cancer) 
NOD/SCID, C57BL/6, 
FVB/nJ (mammary fat pad 
and/or flank)   
(151) 
membrane‐bound TNF‐alpha was 
cytotoxic to tumour‐associated 
myeloid cells, suppressing tumour 
growth 
LLC, B‐16   C57BL/6 (subcutaneous)  (152) 
   
 
  While TNF‐α is an important factor in cancer progression, its role appears to be quite 
dependent on the nature of the tumour and on the tumour microenvironment. Along with its 
well established effects on endothelial cells (191), more recent studies have shown a role for 
TNF‐α, which affects tumour behaviour via its effect on tumour‐associated myeloid cells. One 
study showed that "although high doses of TNF‐α have antitumour activity" (151), TNF‐α 
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expressed endogenously by tumours can cause differentiation of tumour‐associated myeloid 
cells, resulting in a sub‐population that expresses the vascular endothelial growth factor 
receptor (VEGFR2/Flk‐1). Furthermore, this myeloid‐endothelial subpopulation can support 
tumour progression in a variety of ways. In nude mice, significant increases in microvessel 
density (as measured by PECAM‐1/CD31 immunoreactivity) were observed in the 
microenvironment of murine melanoma (B‐16), murine lung (LLC) and murine breast (Py‐mT) 
tumour cells upon transfection with an expression plasmid housing TNF‐α cDNA, causing 
overexpression of the protein. Plasmids lacking the TNF‐α cDNA were without effect. Consistent 
with this view, overexpression of TNF‐α prevented necrosis in B16 and LLC tumour cells (151). 
Moreover, increased tumour cell proliferation was observed in TNF‐α‐overexpressing B‐16 and 
Py‐mT tumours, as quantified by Ki‐67 immunoreactivity (151). Similar to the CXCL8 studies 
mentioned earlier (156), these tumour‐supporting effects of TNF‐α were not likely due to 
autocrine action, since overexpression of TNF‐α did not significantly affect growth or survival of 
tumour cells in culture (151).  While TNF‐α overexpression from tumours gave rise to 
significantly larger CD11b+/F4‐80+ myeloid cell populations expressing either VEGFR2 or VE‐
cadherin, these trends were not observed in TNFR1/2 double‐knockout mice, thus confirming 
that TNF‐α signalling through at least one TNF‐α receptor was required for recruitment of the 
tumour‐supporting myeloid cell population (151). 
  It has been suggested that TNF‐α “orchestrates the interplay” between tumour and 
myeloid cell tissue, and that this interplay is important for tumour growth and metastasis (152). 
This cytokine is first produced as a membrane‐bound protein before it is cleaved by matrix 
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metalloproteases and released from the cell membrane (192). Studies have exemplified a role 
for TNF‐α in its membrane‐bound form that is distinct from that of its soluble isoform. An in 
vivo study using mice with implanted lung or melanoma tumour cell lines revealed that the 
expression of the membrane‐bound form of TNF‐α (mTNF‐α) in these cells, exclusively, caused a 
significant reduction in the tumour‐associated myeloid‐monocyte lineage (anti‐ER‐HR3, CD11b, 
F4/80), among tumour‐associated T cells (anti‐CD3), B cells (anti‐B220b), and neutrophils (anti‐
Ly6G). More specifically, the study concluded that mTNF‐α imposes a cytotoxic effect on 
myeloid cells, via the generation of intracellular reactive oxygen species. This in turn prevents 
the tumour‐supporting behaviour of myeloid cells and results in reduced tumour growth (152). 
Similarly, a distinction between the effects of  mTNF‐α and the soluble form, sTNF‐α, is 
highlighted in an in vivo study that examined the potential association between relative levels 
of TNF‐α isoforms and patient outcome (193). Using gene expression data from 442 lung 
adenocarcinoma patients, the investigators found that higher tumour expression of TNF‐α 
converting enzyme (TACE/ADAM‐17), a matrix metalloprotease that cleaves membrane‐bound 
TNF‐α and releases the soluble isoform, was associated with lower overall survival (193). Also, 
those tumours with high TNF‐α expression and low TACE levels (indicating a high mTNF‐α:sTNF‐
α ratio) had longer survival times than patients with high TNF‐α expression and high TACE 
(indicating a low mTNF‐α:sTNF‐α ratio) (193), consistent with the mouse model studies. 
  Certain chemotherapy agents have been reported to induce immunogenic cell death in 
tumour cells and growing evidence supports the idea that successful treatment of solid 
tumours in vivo with specific chemotherapy agents involves drug‐induced signals originating 
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from tumour cells that promote tumour destruction by the host immune system (194–197). 
During chemotherapy administration a certain portion of the tumour cell population will 
succumb to treatment, thereby releasing damage‐associated molecular patterns (DAMPs) that 
will provoke a response in nearby antigen‐presenting cells. For example, one study (195) 
reported that HMGB1, released from tumours, binds TLR4 on the cell surface of nearby 
dendritic cells, activating a dendritic cell pathway.  This pathway, delays the degradation of 
tumour‐specific antigen that has been taken up by the dendritic cell, permitting more frequent 
tumour‐specific antigen presentation to lymphocytes.  This, in turn, facilitates an adaptive 
immune response that targets the tumour (195). Other DAMPs released from tumour cells, 
such as ATP, recruit myeloid cells to tumours, stimulating myeloid cell differentiation, and the 
phagocytosis of tumour antigens (198), thus promoting a tumour‐targeted adaptive immune 
response. The cancer treatment regimen, whether ionizing radiation or chemotherapy, dictates 
the molecular signals released from dying tumour cells and the related immune response that is 
initiated, and this response has a significant affect on the clinical outcome (199). Given the 
above observations, there is little doubt that inflammatory cytokines, along with DAMPs, play 
major roles within the tumour microenvironment that, in turn, affect anti‐tumour immune 
responses and clinical outcome.   
1.3.5 Summary 
  In summary, chemotherapy drugs can induce the expression and release of 
inflammatory cytokines CXCL1, CXCL8, TNF‐α, and IL‐6 among others, from tumour cells of 
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various origins.  Many of these cytokines can affect tumour behaviour through autocrine 
signalling, causing increased resistance to the chemotherapy drugs (24,57,157). 
  As discussed, in vivo mouse studies have shown that CXCL1 production by implanted 
tumour cells can be induced indirectly, through paracrine action requiring the release of TNF‐α 
by endothelial cells, by doxorubicin treatment (146). Production of CXCL1, along with CXCL8 
and TNF‐α, by implanted tumours was shown to cause a number of changes to the tumour 
microenvironment, often resulting in disease progression, as summarized in Table 2.1.  
   It should be noted that mice do not normally produce CXCL8. However, they are 
arguably relevant models for such studies, since cells expressing both known CXCL8 receptors 
(CXCR1 and 2) are present in murine tissues and can thus be stimulated by CXCL8 produced by 
implanted human or murine tumours secreting human CXCL8. In vivo mouse studies have 
demonstrated that tumour production of CXCL8 can promote a variety of important changes to 
the tumour microenvironment, including recruitment of myeloid cells, and changes in the 
behaviour of tumour‐associated stromal cells. The biological effect of CXCL8 release from 
tumours appears to be dependent upon the tumour context, either inhibiting tumour 
progression (185) or, in other cases, supporting a variety of malignant phenotypes, including 
increased tumour vascularization through its effects on endothelial cell function (156). Similarly, 
tumour‐generated TNF‐α can increase tumour vascularization through its ability to induce an 
endothelial phenotype in tumour‐associated myeloid cells (151). Although increased 
vascularization reportedly increases tumour proliferation and progression in mouse tumour 
studies (151,156), it is possible that increased blood flow to tumours could result in improved 
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drug delivery to the tumour and improved drug efficacy. Consistent with all in vivo studies 
reviewed here, production of the inflammatory cytokines CXCL1, CXCL8 or TNF‐α by tumour 
cells seems to affect tumour‐associated myeloid cell behaviour. Whether these effects are in 
support of tumour progression (or protective against it) depends upon one or more 
confounding factors.  
  The immune system appears to have a duplicitous role in cancer. Whether it helps or 
hinders tumour progression depends upon the stimulus, be it tumour‐derived and/or a 
response to therapy, and perhaps, most importantly, the underlying health of the patient and 
his or her immune system.  
  Changes triggered by certain chemotherapy drugs can have significant effects on 
tumour behaviour either directly through their cytotoxic effects on the tumour or through their 
indirect effects on non‐malignant cell populations within the tumour microenvironment. Taking 
into account the chemotherapy regimens used to treat the patient, the potential inflammatory 
mediators produced, and their subsequent effects on cells in the tumour microenvironment, 
appears to be critical to personalize and improve the quality of care for cancer patients. 
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1.4 Hypothesis and objectives  
1.4.1 Hypothesis 
  Despite the important role that inflammatory cytokines play in cancer progression and 
drug resistance, it is still unclear as to which biochemical pathways are required for their 
release from tumour cells in response to chemotherapy agents, such as those of the taxane 
family. The idea that taxanes can activate inflammatory pathways has been the focus of much 
study. This class of drug has often been shown to have 'LPS‐mimetic' effects, as it has been 
reported that paclitaxel induces similar changes in gene expression to LPS (200). LPS, also 
referred to as bacterial endotoxins, are the major structural components of the outer cell wall 
of Gram‐negative bacteria. They are believed to be the cause of severe sepsis in patients with 
Gram‐negative bacterial infections and it is suggested that most of the adverse effects of LPS 
stem from their ability to trigger the endogenous production of inflammatory cytokines (201). 
Among the inflammatory cytokines, TNF‐α is believed to be a primary mediator of sepsis, since 
direct infusion of animals with recombinant TNF‐α produces most of the adverse events 
observed after LPS administration (202). The pathogen recognition receptor TLR4, is the 
primary receptor involved in LPS signalling. Activation of TLR4 by LPS has been shown to cause 
nuclear factor‐κB (NF‐κB)‐mediated expression of TNF‐α and CXCL8 (203), among other genes 
(204). Another member of the TLR family (TLR2) has also been shown to mediate LPS signalling 
(205), although to a lesser extent. Treatment of myeloid cells with LPS has been shown to result 
in the release of a variety of cytokines including TNF‐α (119), CXCL8 (206), and CXCL1 (181). 
Each of these cytokines has been implicated in resistance to chemotherapy agents through 
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either autocrine (24,157) or paracrine (146) signalling mechanisms. Likewise, taxane‐induced 
release of several inflammatory cytokines, from tumour cells as well as myeloid cells, is thought 
by many groups to require the direct activation of TLR4, at the cell membrane surface 
(119,200,207–210); however, clear evidence for this has yet to be demonstrated in tumour 
cells. It should also be noted that increased CXCL8 release was observed after taxane treatment 
of ovarian tumour cells that lack a response to LPS, and this required drug entry into the cell 
(142). Given these findings and the prior observations by Sprowl and colleagues (24), we 
hypothesize that:  
(a) drug‐induced TNF‐α release is dose‐dependent and can occur in response to acute exposure 
to a variety of chemotherapy agents in tumour cells originating from both the breast and the 
ovarian epithelium,  
(b) docetaxel‐induced TNF‐α release is an active cellular response of live cells during treatment, 
and not a passive release from dead cells,  
(c) the mechanism of docetaxel‐induced TNF‐α release is distinct from the effects of 
lipopolysaccharides (LPS), such that LPS stimulates TNF‐α production in drug‐resistant tumour 
cells and, in the presence of docetaxel, may augment docetaxel cytoxicity, and 
(d) sustained exposure to docetaxel and selection for resistance to drug causes changes in the 
basal production levels of multiple inflammatory cytokines that have been implicated in drug 
resistance. 
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1.4.2 Objectives 
  The above‐described literature shows that inflammatory cytokines, such as TNF‐α, are 
produced by a variety of cell types in response to treatment with various chemotherapy agents, 
and affect tumour behaviour by acting on either the tumour itself or the tumour‐associated 
stroma. Given the lack of a clear understanding of the mechanism of taxane‐induced 
inflammatory cytokine production in human tumour cells, and the importance of TNF‐α‐
mediated signalling in the acquisition of resistance to taxanes, this study sought to:  
(a) provide further insight into the mechanisms by which docetaxel and LPS induce the release 
of TNF‐α from tumour cells, 
  i)  by determining the exposure time and drug concentration that will optimally 
  induce the release of TNF‐α from human breast and ovarian cancer cells,  
  ii)  by assessing whether docetaxel‐induced TNF‐α release is merely a passive 
  cellular process resulting from the loss of membrane integrity during cell death, or 
  whether it is an active cellular response to drug exposure. 
  iii)  by comparing and contrasting the inflammatory effect of docetaxel and LPS on 
  human tumour cells, in terms of the inflammatory cytokines released and the receptors 
  involved in the response to treatment with each of the agents, 
(b) determine whether TNF‐α release changes after exposure to a variety of chemotherapy 
agents that are commonly used and act in mechanistically distinct ways for the treatment of 
solid tumours, and  
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(c) assess whether prolonged exposure to docetaxel results in changes in the expression of TNF‐
α and other inflammatory cytokines that promote drug resistance, 
  i)  by first characterizing the drug‐resistant phenotype exhibited in MCF‐7 and 
  A2780 cell lines that were previously selected for survival in increasing 
  concentrations of docetaxel, and 
  ii)  by comparing basal cytokine release between drug‐naive and drug‐
  resistant cell lines. 
  Given that the treatment of solid tumours using chemotherapy regimens is often 
unsuccessful and that treatment can induce inflammatory cytokine production from tumour 
cells, which in some cases has been shown to drive resistance to chemotherapy cytotoxicity, a 
better understanding of the mechanism(s) involved in chemotherapy‐induced cytokine 
production from tumour cells is a worthy goal. The general focus of this in vitro study is to 
improve our understanding of the effects of short and long‐term exposure of tumour cells to 
docetaxel.    
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Chapter 2 ‐ Materials and Methods 
2.1 Cell culture 
MCF‐7 cells were obtained from the American Tissue Culture Collection (Virginia, USA), 
while A2780 cells were from the European Collection of Authenticated Cell Cultures (Salisbury, 
UK).  Cells were cultured in DMEM (Thermo Fisher, Mississauga, ON) and RPMI (GE Healthcare 
Life Sciences, Mississauga, ON) media using Sarstedt and Corning T75 tissue culture flasks for 
MCF‐7 and A2780 cells, respectively, in a 5% CO2 atmosphere at 37 °C. Culture media was 
supplemented with 10% FBS (v/v) and 1% Penicillin and Streptomycin (v/v). At confluence, cells 
were washed with PBS, treated with 0.25% trypsin for resuspension after which 1 ml of 
complete media was added to inhibit trypsin activity.   Cell suspensions were harvested by 
centrifugation at 650 x g for 7 minutes and resuspended in medium for counting. Docetaxel‐
resistant variants were generated from MCF‐7 cells and A2780 cells as previously described by 
Guo et al. (28) and Armstrong et al. (211), respectively. MCF‐7TXT7, MCF‐7TXT8, MCF‐7TXT9, MCF‐
7TXT10, MCF‐7TXT11, and MCF‐7TXT12 cells are MCF‐7 cell lines selected for survival in progressively 
increasing concentrations (doses) of docetaxel (also known as Taxotere® (TXT)).  These doses (7 
through 12) are 0.37, 1.1, 3.3, 5, 15, and 45 nM docetaxel, respectively. Likewise, A2780DXL10, 
A2780DXL11, and A2780DXL12 cells represent a series of A2780 cell lines selected for survival in up 
to 1.97 nM (dose 10), 2.96 nM (dose 11), and 8.88 nM (dose 12) docetaxel, respectively.  During 
the above selections for docetaxel resistance, equivalent cultures of MCF‐7 and A2780 cells 
were passaged in the absence of drug to control for differences in cell properties and behavior 
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due to increased passage number.  One of these “co‐cultured control” cell lines at selection 
dose 10 for the MCF‐7 cell line and at selection dose 12 for the A2780 cell line (MCF‐7CC10 and 
A2780CC12 cells, respectively) served as the drug‐sensitive control cell line in experiments 
involving drug‐resistant cell lines.   
2.2 ELISA (enzyme‐linked immunosorbent assay) 
All ELISAs were completed using kits from R&D systems (Minneapolis, MN, USA), 
following the manufacturer’s experimental protocol.  Plates pre‐coated with monoclonal 
antibody were purchased for the detection of the cytokines TNF‐α, CXCL8, and CXCL1 (catalog 
numbers DTA00C, D8000C and DGR00, respectively). Equal numbers of cells were transferred to 
10 cm culture plates and allowed to adhere overnight. After treatment for up to 96 hours, the 
culture media were collected and subjected to centrifugation at 875 x g to remove cell debris. 
The media supernatants were then transferred to a 50 ml Amicon tube equipped with a 3 kDa 
molecular‐weight‐cut‐off filter (EMD Millipore, Etobicoke, ON; cat no. UFC900324) and 
subjected to centrifugation at 3273 x g. The volumes of media supernatants were measured 
and the samples stored at ‐80 °C. ELISA standards were prepared by serial dilution of a 
reconstituted lyophilized stock solution. After 2 hours of incubation at room temperature, the 
wells were rinsed with wash buffer. A horseradish peroxidase (HRP)‐conjugated secondary 
antibody was then added to each well and the plate incubated for 1 hour at room temperature, 
followed by a rinse with wash buffer and addition of HRP‐sensitive colourimetric substrate for 
20 minutes. The absorbance of the samples at 450 nm and 540 nm was measured using a 
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Synergy H4 Hybrid spectrophotometer from BioTek® (Winooski, VT) and duplicate 
measurements were averaged for both samples and standards. After subtracting the 
absorbance at 540 nm from the absorbance at 450 nm absorbance values were likewise 
corrected for background absorbance of standard diluent (for standards) or concentrated tissue 
culture medium (for samples). 
2.3 Cell counting and trypan blue staining 
Following trypsinization and staining with 0.066% trypan blue (v/v), cells were counted 
in a hemocytometer (Improved Neubauer, Hausser Scientific, (Horsham, PA)) using a light 
microscope (Leica ‐ 10x/0.22) with phase contrast filter. The average number of trypan‐positive 
and trypan‐negative cells within a 4x4 grid of 4 different fields was determined. 
2.4 Reverse‐transcription of mRNA and quantitative PCR (polymerase chain reaction) 
Two million cells were transferred to 10 cm tissue culture dishes and grown for 30, 36, 
and 42 hours. RNA was isolated using a Qiagen RNeasy extraction kit (Qiagen, Inc., Toronto, 
ON). The cells were washed with PBS, and treated with 350 µl of RLT buffer containing 3.5 µl of 
‐mercaptoethanol. Cells were harvested using a cell‐scraper, and the lysate was subjected to 
4‐5 passes through a 16‐gauge needle. After transfer of the lysate to a microfuge tube, an equal 
volume of 70% ethanol was added and, after mixing, the mixture was transferred to a Qiagen 
mini‐column and the RNA was purified as described in the manufacturer’s protocol. The 
concentration of purified RNA was determined by measuring the absorbance at 260 nm in a 
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Nanodrop 2000C spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachusetts, USA), 
with a baseline correction for absorbance at 340 nm. A mass of 2 µg of purified RNA was diluted 
to generate a mixture of 15 µl, containing 2 µl of 10x DNase buffer, and 2 µl of DNase (1 
unit/µl).  After a 15‐minute incubation at room temperature, 2 µl of 25 mM 
ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA), 20 µl of T20 primers (20 ng/µl) and 16 µl of dNTP’s (10 
mM total) were added. Samples were incubated for 5 minutes at 65 °C after which 16 µl of 5x 
first‐strand buffer and 8 µl of dithiothreitol (DTT) were added, with a subsequent incubation 
period of 2 minutes at 37 oC. Finally, 200 U of Moloney‐murine leukemia virus (M‐MLV) reverse‐
transcriptase was added and the mixture left for 2 hours at 37 oC to allow for reverse‐
transcription of mRNA to cDNA. Samples were then heated for 5 minutes at 95 oC to inactivate 
the transcriptase. 
  Quantitative real‐time PCR reactions were performed in a 96‐well plate using cDNA 
preparations. Standards for mRNA were generated using cDNA from an untreated sample 
originating from the same cell line as the other samples, to generate a standard curve. Five or 
more 2‐fold serial dilutions were made starting with an initial 4‐fold dilution in RNase‐free 
water. Samples were prepared beginning with a 16‐fold dilution (3 µl of sample added to 45 µl 
of RNase‐free water).  The primer pair for detection of TNF‐ transcripts was 5'‐CCT GCC CCA 
ATC CCT TTA TT‐3' (forward) and 5'‐CCC TAA GCC CCC AAT TCT CT‐3' (reverse). A primer pair 
with sequences 5'‐TCC ATC CGC AAT GTA AAA‐3' (forward) and 5'GCT TCT CGC TCT GAC TCC 
AAA‐3' (reverse) was also used to quantify expression of the S28 reference gene. All primers 
were purchased from Integrated DNA Technologies (Skokie, IL, United States). Triplicate 
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samples were prepared for qPCR with 5 µl per well of cDNA standards, including a no‐template 
control containing only RNase‐free water, or 5 µl per well of cDNA for unknown samples, to 
which was added 7.5 µl of 2 mM pooled forward and reverse primers and 12.5 µl per well of 1x 
SYBR Green. The plate was centrifuged for 1 minute at 650 x g in order to position all reagents 
at the bottom of each well.  qPCR involved a hot start for 5 minutes at 95 °C, followed by 40 
cycles consisting of: 30 seconds at 95 °C, 30 seconds at 53 °C, and 1 minute at 72 °C. 
2.5 Flow cytometry 
  Cells (2 x 105 per well) were allowed to adhere overnight in 6‐well plates. The cells were 
rinsed with PBS, resuspended with 500 µl of 0.25% trypsin, transferred to 1 ml microfuge tubes, 
combined with 500 µl of PBS, and centrifuged for 3 minutes at 300 x g.  The pelleted cells were 
resuspended in a mixture of 20 µl of phycoerythrin‐conjugated monoclonal antibody, specific 
for P‐glycoprotein (P‐gp), protected from light and left at room temperature for 30 minutes.  
Cells were centrifuged for 3 minutes at 300 x g, washed with PBS, resuspended in PBS and then 
analyzed with an FC500 flow cytometer (Beckman Coulter, Mississauga, ON) set to measure 
fluorescence using the FL2 filter for 10,000 events per sample with no gating. Mean 
fluorescence Intensity (MFI) values for the mouse anti‐human P‐gp antibody or for an IgG2β 
isotype control (BD Bioscience, catalog 557003 and 555743, respectively) were recorded and 
the MFI for the isotype control subtracted from the MFI for the P‐gp‐specific antibody to 
correct for non‐specific binding.  
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2.6 Drug uptake measurements 
  Cells (2x105) were plated in 6‐well plates and left to adhere overnight in the appropriate 
medium. Cells were then incubated with either 2.5 nM tritium‐labeled docetaxel (3H‐TXT from 
American Radiolabeled Chemical, St. Louis, MO) or 100 nM Tariquidar (Med Chem Express, 
Monmouth Junction, NJ) or a combination thereof, with 5% CO2 at 37 °C. After 12 hours, the 
media were removed, while the adhered cells were rinsed with 1 ml PBS, treated with 0.25% 
trypsin, and then placed in 5 ml of scintillation fluid. The radioactivity associated with the cells 
was then quantified using a Beckman LS 6000 IC scintillation counter (Mississauga, ON). 
2.7 Cell protein extraction 
  Two million A2780 and MCF‐7 cells were seeded onto 10 cm tissue culture plates and 
cultured for 24 and 48 hours, respectively. Protein extracts were prepared from these cells by 
lysis in 500 µl of chilled RIPA buffer (1% NP‐40 (Sigma, Oakville, ON), 0.5% sodium deoxycholic 
acid (Sigma) and 1% SDS (Biorad, Mississauga, ON) in PBS) supplemented with 2 mM sodium 
orthovanadate (Sigma) and 1X protease inhibitor cocktail (Roche, Mississauga, ON). Cell lysates 
were passed through a 21‐gauge needle 5 times, incubated for 30 minutes on ice, and then 
centrifuged at 15,000 x g for 30 min. The supernatants were divided into aliquots that were 
stored at ‐80◦C. The protein concentration of extracts was quantified using the Pierce BCA 
protein assay kit (Thermo Fisher, Mississauga, ON). Alternatively, cells were extracted in 5X 
SDS‐PAGE sample buffer to ensure complete dissolution of membranes for enhanced isolation 
of membrane‐associated proteins. 
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2.8 Immunoblotting experiments 
  Lysates (36 µg of protein) were loaded onto a 10% polyacrylamide gel for 
electrophoresis, transferred to a nitrocellulose membrane using a Biorad Trans‐blot® SD Semi‐
Dry Transfer Cell for 1hr at 12V. The membrane was blocked in 5% skim milk in TBST (0.24% 
Trizma® Base (Sigma, Oakville, ON), 0.8% NaCl (Thermo Fisher, Mississauga, ON), 0.1% 
Tween20® (Sigma) at pH 7.6) for 1 hour before incubation overnight at 4◦C with a human TLR4 
antibody (1:250, Santa Cruz, Dallas, TX), human MyD88 antibody (1:1000, Cell Signalling, 
Danvers, MA) or a GAPDH antibody (1:10,000, Santa Cruz). All primary antibodies were diluted 
in TBST supplemented with 5% BSA (Sigma). Membranes were washed with TBST 3 times for 5 
minutes. TLR4 and MyD88 levels were detected using an HRP‐conjugated goat anti‐rabbit 
secondary antibody (1:10,000, Santa Cruz). The membranes were washed before incubation 
with ECL reagent (Santa Cruz) and exposure on CURIX ortho HTL‐Plus film (AGFA Healthcare, 
Waterloo, ON).  Densitometry was performed using the FluorChem FC3 apparatus and 
AlphaEaseFC 4.0 software. 
2.9 Clonogenic assays 
  Cells were added to 6‐well plates (3x105 cells) with 2 ml of media per well and left to 
adhere overnight. Each well received one of twelve different concentrations of docetaxel 
(including a ‘no drug’ control) and the cells incubated for 24 hours. After 24 hours the medium 
in each well was collected, while the adherent cells were resuspended using 0.25% trypsin. The 
floating and adherent cells from each well were combined, centrifuged at 650 x g for 7 minutes, 
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and resuspended in 300 µl of culture media. The cells were then added to 2.7 ml of 
methylcellulose (with 25% FBS v/v), and mixed thoroughly by vortexing.   After incubating an 
hour to allow bubbles to escape, 1.2 ml of each cell suspension were transferred to a 6‐well 
plate. The plates were then incubated for two weeks and photographs of 12 independently 
chosen fields were taken using a Leica light microscope with a Leica 4x/.10 objective lens. 
Viable colonies, defined as being greater than or equal to 4 mm (MCF‐7) or 3 mm (A2780) in 
two perpendicular directions (as measured on a PowerPoint slide and printed 4 slides per 8'x11' 
page), were counted. The average colony count was then computed and divided by the average 
colony count for the untreated control to obtain the survival fraction. Survival fractions were 
then plotted against drug dose and a sigmoidal dose‐response (survival) curve was fitted to 12 
data points using GraphPad Prism software. The concentration that inhibited colony formation 
by 50% (IC50) was determined for each dataset at the inflection point of the sigmoidal curve. 
Clonogenic assays using Tariquidar (Med Chem Express, Monmouth Junction, NJ) involved 24‐
hour co‐administration of Tariquidar and docetaxel together, whereas clonogenic assays with 
LPS (Sigma, Oakville, ON) involved a 48‐hour pre‐treatment with LPS followed by a 24‐hour 
docetaxel treatment. Tariquidar clonogenics used 3 x 105 MCF‐7 cells and 2 x 105 A2780 cells, 
whereas LPS clonogenics used 2 x 105 and 1 x 105 cells for MCF‐7 and A2780 cells, respectively.  
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 Chapter 3 ‐ Results 
3.1 Characterization of docetaxel‐induced TNF‐α release 
  3.1.1 Assessing the effects of drug concentration and exposure time on TNF‐α release 
  In order to provide further insight into the mechanism by which docetaxel induces the 
release of TNF‐α from tumour cells, we tested the effects of drug concentration and time of 
exposure (figure 3.1), with the goal of determining the optimal treatment conditions for 
inducing increased TNF‐α release from tumour cell lines that originated from the breast and 
ovarian epithelium, as specified in objective (a‐i). We previously showed that MCF‐7 breast and 
A2780 ovarian tumour cells exhibited increased production of TNF‐α, 48 hours after treatment 
with 3 to 45 nM docetaxel (24). In our current study, we found that 2.5 nM docetaxel induced 
increasing TNF‐α release up to 96 hours after addition to various cell cultures (figure 3.1A and 
B). A dose response curve was generated at the 72‐hour time point for each cell line (figure 
3.1C and D).  We observed that both the concentration of drug and the exposure time are 
important factors affecting TNF‐α release by docetaxel in both breast and ovarian cancer cell 
lines. It was also found that A2780 cells expressed considerably higher levels of TNF‐α in 
response to docetaxel than MCF‐7 cells, with the peak TNF‐α concentrations greater than ten‐
fold above those observed in MCF‐7 cells (figure 3.1C and D). 
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Figure 3.1 ‐ Docetaxel‐induced TNF‐α levels in media of breast and ovarian tumour cells are dose‐ and time‐
dependent. A) and B) Effects of treatment time on TNF‐α release from MCF‐7 and A2780 cells after the addition of 
2.5 nM docetaxel; C) and D) Effects of docetaxel concentration on TNF‐α release from MCF‐7 and A2780 cells after 
72 hours. The data represents the mean of three replicates (+/‐ SEM). The significance of differences in secreted 
TNF‐α levels between treated and untreated (NT) cells was assessed using a two‐tailed T‐test; *** p<0.0001
67 
 
 
 
 
3.1.2 A variety of classes of chemotherapy drugs induce TNF‐α release from breast and 
ovarian tumour cell lines 
  Members of several different classes of chemotherapy agents such as the taxanes 
(docetaxel and paclitaxel), the anthracycline doxorubicin, the platinating agent carboplatin, and 
the thymidine analog 5‐Fluorouracil (5‐FU) were used to treat various tumour cell lines for 72 
hours at various concentrations. This experimentation was conducted to address objective (b), 
which is to determine whether TNF‐α release changes after exposure to a variety of 
chemotherapy agents that are commonly used and act in mechanistically distinct ways for the 
treatment of solid tumours. The levels of TNF‐α released into the medium were assessed using 
a TNF‐ ELISA.   Given that the concentration of docetaxel (2.5 nM) that optimally induced TNF‐
α release in MCF‐7 cells at 72 hours was approximately five‐fold higher than the IC50 for 
docetaxel, the concentrations used for testing the effects of other drugs were chosen relative 
to their published IC50 values in a previous study using MCF‐7 cells (28). MCF‐7 cells responded 
to docetaxel, paclitaxel, doxorubicin, and 5‐FU with significant increases in TNF‐α levels. 
Carboplatin was without effect. However, MDA‐MB‐231 and A2780 tumour cells responded to 
all of the agents with statistically significant increases in secreted TNF‐α levels. Both MDA‐MB‐
231 and A2780 cells secreted more TNF‐α than MCF‐7 cells. Overall, docetaxel was the 
chemotherapy drug with the greatest capacity to induce TNF‐α release in the cell lines tested 
(figure 3.2A, B and C). 
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Figure 3.2 ‐ Increased TNF‐α release induced in select tumour cell lines by a variety of chemotherapeutic drugs.  
Media levels of TNF‐α were measured by ELISA after 72 hours of treatment with either docetaxel, paclitaxel, 
doxorubicin, carboplatin, or 5‐FU. Drug concentrations tested were based on IC50 values previously determined 
experimentally in MCF‐7 cells. The data represents the mean of three replicates (+/‐SEM).  The significance of 
differences in TNF‐α levels between treated and untreated cells was assessed using a two‐tailed T‐test; *** 
p<0.0001, **p<0.001, *p<0.05
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3.1.3 Increased levels of TNF‐α in the culture medium are due to increased gene 
transcription, not loss of membrane integrity 
  In order to provide further insight into the mechanisms by which docetaxel induces the 
release of TNF‐α from tumour cells, we assessed whether docetaxel‐induced TNF‐α release is 
merely a passive cellular process resulting from the loss of membrane integrity during cell 
death, or whether it is an active cellular response to drug exposure, as specified in objective (a‐
ii).  MCF‐7 cells were treated for 48 or 72 hours with docetaxel at two different concentrations 
and the number of trypan blue‐positive cells were quantified as a measure of lost plasma 
membrane integrity (figure 3.3B). All docetaxel treatments caused an increase in the number of 
trypan blue‐positive cells (figure 3.3B). As expected the higher docetaxel concentration (15 nM) 
resulted in a higher number of trypan blue‐positive cells than 2.5 nM docetaxel. In contrast, 
treatment with 15 nM docetaxel was not associated with the highest concentration of TNF‐α in 
the media (figure 3.3A), suggesting that TNF‐α release is not principally associated with drug‐
induced cytolysis. In order to confirm this interpretation, cells were subjected to hypotonic 
conditions causing cell‐lysis and assessed for their media levels of TNF‐α (figure 3.3C). 
Consistent with the previous interpretation, cell lysis alone did not result in significant increases 
in secreted TNF‐α levels. 
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Figure 3.2 ‐ TNF‐α release does not correlate with loss of membrane integrity. Cells were treated for 48 or 72 
hours with one of two concentrations of docetaxel afterwhich (A) the level of TNF‐α in the media was measured as 
well as (B) the number of trypan‐positive cells.  The significance of differences in TNF‐α levels or loss of membrane 
integrity were assessed using a 2‐way ANOVA with a Tukey post‐test. Cells were also lysed under hypotonic 
conditions and (C) concentrations of TNF‐α from lysed and non‐lysed cells were measured after 48 hours using an 
ELISA. (D) TNF‐α mRNA levels were also determined by quantitative PCR using cDNA generated from RNA extracts 
after 36 hours of docetaxel treatment. In these studies, the significance of differences in TNF‐α transcript levels 
between preparations was measured using an unpaired, two‐tailed T‐test; * p<0.05. All data represent the mean of 
three replicates (+/‐SEM).  
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   It has been shown that paclitaxel can induce increased production of TNF‐α transcripts 
in macrophages (133).  We thus examined whether the drug‐induced increase in media levels of 
TNF‐α in MCF‐7 cells involved the ability of docetaxel to induce transcription of the human TNF‐
α gene.  We observed that after 36 hours of exposure to 2.5 nM docetaxel, MCF‐7 cells 
significantly increased their production of TNF‐α transcripts by more than ten‐fold (figure 3.3D), 
while at earlier time points no significant increase was observed (see figure A2 in appendix 
section).
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3.2 Comparing cellular responses to docetaxel and lipopolysaccharides in terms of TNF‐ 
production   
  As reviewed above, it has been suggested that the ability of taxanes to induce the 
production of inflammatory cytokines involves the direct activation of TLR4 
(119,200,207,208,210); however, clear evidence for this has yet to be demonstrated in tumour 
cells. In order to provide further insight into the mechanism by which docetaxel and LPS induce 
the release of TNF‐α from tumour cells, we assessed whether there were differences in the 
inflammatory cytokine profile that is released when treating the cells with either docetaxel or 
LPS (as specified in objective (a‐iii); data presented in figure 3.4). To address the second part of 
objective (a‐iii), which is to compare/contrast the receptors involved in either docetaxel‐ or LPS‐
induced TNF‐α release, we inhibited the transmembrane TLR4 receptor at both an intracellular 
and extracellular domain and looked at the resulting ability of MDA‐MB‐231 cells to respond 
with TNF‐α release after exposure to either docetaxel or LPS (figure 3.5). LPS and docetaxel 
reportedly share the ability to stimulate the release of several inflammatory cytokines that have 
been implicated in resistance to chemotherapy agents, thus we assessed the levels of three of 
these cytokines, namely TNF‐α, CXCL1, and CXCL8.  
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3.2.1 Cellular response to docetaxel is distinct from that of LPS in breast and ovarian cancer 
cells 
  MCF‐7 cells responded to LPS with the release of TNF‐α, CXCL8, and CXCL1 In 
contrast, docetaxel only induced detectable increases in TNF‐α and CXCL8 expression. A2780 
cells, in contrast, responded to docetaxel with the release of TNF‐α only, and when challenged 
with LPS, no significant changes in any of the above cytokines were observed (figure 3.4).  
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Figure 3.3 ‐ Media cytokine profiles for tumour cells after LPS or docetaxel exposure. The levels of TNF‐α (A and 
B), CXCL8 (C and D), and CXCL1 (E and F) in culture media of either MCF‐7 (A, C and E) or A2780 (B, D and F) cells 
were measured by ELISA after 72 hours of LPS or docetaxel treatment; The data represent the mean of three 
replicates (+/‐SEM). All treatments were of 10 µg/ml for LPS and one of 2.5, 5, or 10 nM for docetaxel; The 
significance of differences in TNF‐α levels between treated and untreated cells were determined using a two‐tailed 
T‐test; *** for p<0.0001, ** for p<0.01, and * for p<0.01 
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  Unlike the canonical (hexa‐acylated) form of LPS produced in E. coli, under‐acylated 
forms such as tetra‐ and penta‐acylated LPS are fundamentally distinct in their interactions with 
TLR4. Rather they are antagonists of TLR4 activation (212). Penta‐acylated LPS is synthesized by 
some bacteria, including Rhodobacter Sphaeroides (213) and elicits an inhibitory effect through 
the binding of MD‐2, forming a complex that suppresses TLR4 activation (212,214,215). 
Recently, another group has shown that TLR4 activity can also be selectively inhibited by a small 
molecule called TAK‐242 (216). Unlike LPS‐RS, TAK‐242 associates with the intracellular TIR (toll‐
interleukin‐1 receptor) domain of TLR4 and prevents its association with intracellular adaptor 
proteins. It was therefore of interest to determine whether inhibition of TLR4 signalling with 
either penta‐acylated LPS from R. Sphaeroides (LPS‐RS) or TAK‐242 would inhibit docetaxel‐
induced TNF‐α production in tumour cells. Using MDA‐MB‐231 cells (prominent TLR4 
expressers) it was found that treatment with an LPS‐RS concentration of 100‐fold higher than 
that of LPS caused complete inhibition of LPS‐induced TNF‐α release, consistent with 
experiments in human monocytes (213). However, LPS‐RS did not suppress docetaxel's ability 
to induce TNF‐α release, but rather augmented it (figure 3.5A). In a similar experiment the LPS 
antagonist TAK‐242 was administered in combination with either docetaxel or LPS (figure 3.5B). 
As with LPS‐RS, TAK‐242 completely abrogated LPS‐induced TNF‐α release from MDA‐MB‐231 
cells, however did not significantly affect docetaxel‐induced TNF‐α release. Together these 
findings demonstrate that interference with the LPS‐binding domain (figure 3.5A) or blocking 
the association between the intracellular TIR (toll‐interleukin‐1 receptor) domain of TLR4 and 
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its adaptor molecules did not prevent docetaxel‐induced TNF‐α release, while abrogating that 
induced by LPS.    
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Figure 3.4 ‐ The effect of TLR4 inhibition on the release of TNF‐α induced by docetaxel or LPS. MDA‐MB‐231 cells 
were treated for 72 hours with either 2.5 nM docetaxel (TXT) or 0.1 µg/ml LPS, after pre‐treatment with either 100 
µg/ml LPS‐RS (A) or 0.1 µg/ml TAK‐242 (B). The significance of differences between treated and untreated cells was 
assessed using a two‐tailed T‐test; ***p<0.001, **p<0.01, *p<0.02 
 
NT TXT LPS
LPS
-RS
TXT
 + L
PS-
RS
LPS
 + L
PS-
RS
0
6
12
18
24
***
*
***
**
TN
F-
 (p
g/m
l)
NT TXT LPS
TAK
-24
2
TXT
 + T
AK-
242
LPS
 + T
AK-
242
0
6
12
18
24 ns
** **
***
**
Fo
ld C
ha
ng
e f
rom
 NT
A B
79 
 
 
   
 
 
 
3.2.2 Inhibition of docetaxel‐induced TNF‐α release by Marimastat 
  In macrophages it is thought that TNF‐α release, particularly in response to LPS, occurs 
by constitutive exocytosis, involving a receptor‐mediated increase in gene transcription 
(217,218). Increased gene transcription results in increased production of a membrane‐bound 
precursor of TNF‐α (mTNF‐α), and TNF‐α release involves cleavage of mTNF‐α to produce the 
soluble form (sTNF‐α) (192). In order to further address objective (a‐iii), we inhibited a key 
element in the cleavage of mTNF‐α, which is part of the family of matrix metalloproteinases, 
called TNF‐α converting enzyme (TACE), also known as ADAM‐17, and assessed the effect on 
docetaxel‐induced TNF‐α release. Hydroxamate‐based agents cause inhibition of a broad‐
spectrum of matrix metalloproteinases (MMPs) (219), and have also been shown to inhibit TNF‐
α release, suggesting that one or more MMPs are involved in this process, including TACE (192). 
Although the pathways governing cytokine trafficking and release have been well‐studied in 
macrophages and in other murine cell lines, there is a lack of understanding about the 
pathways responsible for cytokine trafficking in epithelial cells (217) or in epithelial‐derived 
tumour cells. It was therefore of interest to determine whether similar mechanisms are 
employed during the processing of drug‐induced TNF‐α release in epithelial‐derived tumour cell 
lines. We thus examined the effect of the hydroxamate‐based MMP inhibitor Marimastat on 
LPS‐ and docetaxel‐induced TNF‐α release from various cell lines. Marimastat reportedly 
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inhibits MMP‐1, 2, 3, 7, 8, 9, and 14, as well as ADAM‐17 with respective IC50 values of 5, 6, 200, 
20, 2, 3, 1.8, 3.8 nM (219). 
  Marimastat did not have a significant effect on docetaxel‐induced TNF‐α release from 
MCF‐7 cells (figure 3.6A). In contrast, LPS‐induced TNF‐α release was significantly diminished 
(by ~50%) in the presence of Marimastat.  Our findings suggest that in MCF‐7 cells, LPS‐induced 
TNF‐α release is mediated, at least in part, by shedding of TNF‐α from the plasma membrane by 
MMPs. It was, however, unclear whether MMPs play a role in docetaxel‐induced TNF‐α release 
from MCF‐7. Supporting the role of MMPs in TNF‐α release, we observed that Marimastat 
inhibits basal and docetaxel‐induced TNF‐α release from A2780 cells (figure 3.6B). The 
differential sensitivity to Marimastat suggests that the mechanisms for docetaxel‐induced TNF‐
α release in MCF‐7 and A2780 cells are distinct.  
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Figure 3.6 ‐ The effect of MMP inhibition by Marimastat on the release of TNF‐α. MCF‐7 (A) and A2780 (B) cells 
were treated with 2.5 nM docetaxel (TXT) or 10 µg/ml LPS for 72 hours in the presence or absence of 200 nM 
Marimastat, a broad‐spectrum MMP inhibitor. The significance of differences in TNF‐α levels between treatments 
was assessed using a two‐tailed T‐test; *** p<0.0001, ** p<0.001, *p<0.01 
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3.3 Changes in TNF‐α production upon selection for docetaxel resistance 
3.3.1 P‐glycoprotein (Abcb1) mediates the docetaxel‐resistant phenotype 
  A series of docetaxel‐resistant breast tumour cell lines (MCF‐7TXT7 to MCF‐7TXT12 cells) 
were previously created by selection of wild‐type MCF‐7 cells for survival in increasing 
concentrations of docetaxel (28). In order to characterize the drug‐resistant phenotype 
exhibited in our cell lines, as specified in objective (c‐i), we assessed the above series of 
docetaxel‐resistant tumour cell lines in terms of their level of P‐gp expression at the protein 
level and their ability to prevent the accumulation of docetaxel (figure 3.7). This ability of 
tumour cells is often found to be a primary mode of chemotherapy drug resistance and our 
findings suggest that the primary mode of drug resistance in our drug‐resistant cells was 
attributable to P‐gp‐mediated drug extrusion (figure 3.8).  
  These tumour cell lines were shown to exhibit progressively increased transcription of 
the gene encoding P‐glycoprotein (P‐gp, also known as Abcb1) relative to cells that were grown 
in the absence of drug (220). To confirm that this progressive increase in gene transcription 
corresponded to increases in P‐gp protein levels, we conducted P‐gp‐antibody‐based 
experimentation to quantify the relative amount of protein for each of the drug‐selected MCF‐7 
tumour cell lines. 
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  As shown in figure 3.7A, MCF‐7TXT cells exhibited progressively increased P‐gp protein 
expression (relative to the MCF‐7CC10 cell line), which correlated with their observed level of 
docetaxel resistance. Detectable increases in P‐gp protein expression (relative to MCF‐7 co‐
cultured control cells) first occurred at selection dose 9 (MCF‐7TXT9 cells), which is also the 
selection dose at which docetaxel resistance is first achieved. Consistent with P‐gp’s ability to 
transport docetaxel (221) and other chemotherapy drugs out of tumour cells (222), we 
observed that docetaxel‐resistant MCF‐7 cells showed decreased uptake of tritium‐labeled 
docetaxel (H3‐TXT), relative to the drug‐sensitive MCF‐7CC10 cell line (figure 3.7B). In order to 
assess whether P‐gp was responsible for the decreased docetaxel uptake, a specific allosteric 
inhibitor for P‐gp, Tariquidar, was given in combination with docetaxel (figure 3.7B). It was 
found in MCF‐7TXT10 cells that drug uptake was restored significantly upon addition of 
Tariquidar, thus confirming the role of P‐gp in the export of docetaxel from drug‐selected cells. 
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Figure 3.7 ‐ Increased P‐gp levels are associated with diminished drug uptake in drug‐resistant MCF‐7 cells. (A) 
Flow cytometry was used to assess P‐gp levels (as expressed by mean fluorescence intensity (MFI) values) for MCF‐
7 cells at selection doses 8, 9, 10, 11, and 12. (B) Docetaxel‐resistant MCF‐7TXT10 cells were assessed for their 
intracellular drug accumulation with or without the addition of Tariquidar (Tar), an allosteric inhibitor of P‐gp. 
Tritiated docetaxel (H3‐TXT) was administered at a concentration of 2.5 nM, with or without 100 nM Tariquidar 
treatment for 12 hours and H3‐TXT accumulation was then determined by measuring the radioactivity of cells. All 
data represents the mean of 3 replicates (+/‐SEM). Two‐tailed T‐tests were employed to assess the significance of 
differences in cellular H3‐TXT accumulation between the various treatments in the control (MCF‐7CC10) and 
docetaxel‐resistant (MCF‐7TXT10) cell lines; *** for p<0.0001, **p<0.001, and * for p<0.01 
   
  Given that increased P‐gp levels were shown to affect docetaxel uptake in docetaxel‐
resistant cells, we assessed whether restoration of drug‐uptake would also restore docetaxel 
sensitivity. As shown in figures 3.8A and B, pre‐incubation of docetaxel‐resistant MCF‐7TXT10 
(IC50 = 7.14 nM without Tariquidar) with the P‐gp inhibitor Tariquidar increased sensitivity to 
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docetaxel (IC50 = 0.42 nM with Tariquidar). Likewise, pre‐incubation of docetaxel‐resistant 
A2780DXL12 cells (IC50 = 47.5 nM without Tariquidar) with the P‐gp inhibitor Tariquidar also 
increased sensitivity to docetaxel (IC50 = 0.435 nM with Tariquidar). On the otherhand, pre‐
incubation of the co‐culture control drug‐sensitive MCF‐7CC10 (IC50 = 0.24 nM without 
Tariquidar) and A2780CC12 (IC50 = 0.630 nM without Tariquidar) did not have a significant effect 
on drug sensitivity to docetaxel (IC50 = 0.28 nM and 0.331 nM with Tariquidar for MCF‐7CC10 and 
A2780CC12 cells, respectively). The ability of Tariquidar to restore drug sensitivity in drug‐
resistant cells to a level that is close to their respective co‐cultured control cells suggests that 
the docetaxel‐resistant phenotype is primarily achieved by P‐gp–mediated drug efflux from the 
cells. 
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Figure 3.8 ‐ Sensitivity to docetaxel is restored upon inhibition of P‐gp activity with Tariquidar (Tar). (A) 
Clonogenic assays yielded IC50 values for docetaxel in MCF‐7CC10 cells of 0.28 nM and 0.24 nM, with and without 
100 nM Tariquidar, respectively.  IC50 values for MCF‐7TXT10 cells were significantly different with (0.42 nM) and 
without (7.14 nM) Tariquidar, respectively (p<0.0001).  (B) An identical trend was observed for the A2780CC12 (IC50 = 
0.630 nM) and A2780DXL12 (IC50 = 47.5 nM) cell lines, where in the presence of Tariquidar IC50 values were 0.331 nM 
and 0.435 nM, respectively.  Each data point represents the mean number of colonies in twelve independent 
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microscopic fields divided by the mean number of colonies in the untreated control (+/‐SEM). Each experiment 
was replicated three times with consistent trends. Non‐linear regression analysis was used to compare the 
significance of difference in IC50 values between Tariquidar‐treated and untreated conditions.
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3.3.2 Basal production of multiple cytokines increases in tumour cell lines selected for 
resistance to docetaxel 
  In order to fulfill objective (c‐ii), the release of three inflammatory cytokines, known to 
be contributors in the tumour drug‐resistant phenotype, was measured from cell lines selected 
for survival in increasing concentrations of docetaxel (figure 3.9). 
  Previous reports by our laboratory have shown that MCF‐7 cells selected for resistance 
to docetaxel exhibited increased basal levels of TNF‐α. At very high selection doses, TNF‐α 
production eventually returned to the level of co‐cultured control cells (24). In the same study, 
it was reported that acquisition of docetaxel resistance in MCF‐7 cells was associated with 
decreased expression of TNF‐α receptor 1 protein (TNFR1) relative to drug‐sensitive control 
cells, thereby diminishing TNF‐α’s ability to induce apoptosis. The increased TNF‐α production 
was thought to contribute to the resistant phenotype by activating TNFR2‐dependent survival 
pathways, although TNFR2 blockade accounted for a relatively small restoration of drug 
sensitivity relative to that achieved by inhibiting NF‐κB (24) or P‐gp activity (figure 8). Activation 
and subsequent nuclear localization of NF‐κB can occur in response to a variety of extracellular 
stimuli, including endogenously produced inflammatory cytokines, such as TNF‐α and CXCL8 
(223) as well as CXCL1 (224), thus we assessed whether increases in TNF‐α production, as well 
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as CXCL8 and CXCL1, would also be observed during selection of tumour cells for increasing 
resistance to docetaxel.  
  As shown in figure 3.9, basal TNF‐α levels increased upon selection for docetaxel 
resistance, when the selection dose reached level 9 and 10 (MCF‐7TXT9 and MCF‐7TXT10 cells), 
beyond which selection at higher doses resulted in TNF‐α levels subsiding back to that of non‐
selected cells. Similarly, it was also found that basal levels of CXCL8 and CXCL1 increased with 
maximum production in MCF‐7TXT10 cells, beyond which their levels also declined toward those 
of non‐selected cells (figure 3.9). Interestingly, A2780DXL cells above selection dose 10 showed a 
similar elevation in basal TNF‐α and CXCL1 levels (figure 3.9B and F); however, no changes in 
CXCL8 expression were observed (figure 3.9D).
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Figure 3.9 ‐ Basal cytokine production changes during selection for resistance to docetaxel. Levels of TNF‐α (A 
and B), CXCL8 (C and D), and CXCL1 (E and F) in media as measured by ELISA, representing media levels of 
cytokines in MCF‐7 (A, C, and E) and A2780 cells (B, D, and F) after 72 hours of cell culture. Cell lines to the right of 
the vertical broken grey line exhibit acquired resistance to docetaxel, as confirmed in clonogenic assays. Each value 
represents the mean of three replicates (+/‐SEM). Two‐tailed T‐tests were used to assess the significance of 
differences in cytokine levels between docetaxel‐selected cell lines and their respective co‐cultured control cell 
lines (MCF‐7CC10 or A2780CC12); ***p<0.0001, **p<0.001, *p<0.01
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3.3.3 Elevated basal production of TNF‐α in docetaxel‐resistant cells is inhibited upon 
treatment with a broad‐spectrum MMP Inhibitor 
  In an effort to compare the TNF‐α release pathway(s) employed by drug‐resistant cells 
to that of drug‐naive cells, we conducted similar experimentation, as presented in figure 3.6, to 
assess the effect of MMP inhibition on the level of basal release of TNF‐α in drug‐resistant 
breast tumour cells. As mentioned, TNF‐α is first synthesized as an integral membrane protein 
that is typically released from cells through the action of the metalloproteinase ADAM‐17 (192). 
We thus examined the effect of the MMP inhibitor Marimastat on the ability of docetaxel‐
resistant MCF‐7 cells to produce elevated basal levels of TNF‐α. As shown in figure 3.10, 
Marimastat was able to inhibit basal TNF‐α production in MCF‐7TXT10 cells, suggesting that this 
process depends, at least in part, on MMP activity and shedding of membrane‐bound TNF‐α. 
Unlike the previous observations in the drug‐naive MCF‐7 cell line, the production of TNF‐α in 
MCF‐7TXT10 cells was not augmented by treatment with 2.5 nM docetaxel for 72 hours.  In 
contrast to docetaxel, LPS was able to strongly augment TNF‐α production, and this production 
was also inhibited by Marimastat. TNF‐α release was not fully abolished by Marimastat under 
any conditions. 
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Figure 3.10 ‐ Effect of Marimastat on TNF‐α levels in the medium of MCF‐7TXT10 cells. Cells were treated for 72 
hours with media only (NT), 200 nM Marimastat, 2.5 nM docetaxel (TXT), 10 µg/ml LPS, or a combination. The data 
represents the mean of three replicates (+/‐SEM) and the significance of differences in TNF‐α levels between 
treatments was determined using a T‐test; *p<0.01, **p<0.001, ***p<0.0001
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3.3.4 Differences in TNF‐α release pathways in tumour cells 
  Docetaxel‐resistant MCF‐7TXT10 and A2780DXL12 cells failed to increase their output of 
TNF‐α in response to a 72‐hour docetaxel exposure, in contrast to their respective co‐cultured 
control cell lines. This was in contrast to the effect observed using LPS, which resulted in 
significant increases in TNF‐α release in both docetaxel‐sensitive (MCF‐7CC10) and docetaxel‐
resistant (MCF‐7TXT10) cells (figure 3.11A). In contrast, docetaxel‐resistant A2780DXL12 cells 
remained unresponsive to LPS, along with respective co‐cultured control cells (figure 3.11B), as 
previously described (figure 3.4). In an effort to identity potential receptors and pathway 
components involved in TNF‐α release from tumour cells, in support of objective (a‐iii), 
immunoblot experiments were conducted to measure TLR4 and MyD88 (a TLR4 adaptor 
protein) expression at the protein level for both MCF‐7 as well as A2780 cells. Immunoblots 
revealed that both MCF‐7 and A2780 cell lines expressed the cell‐surface receptor TLR4 (figure 
3.11C and D). MyD88 (a TLR4 adaptor protein) levels were detectable in MCF‐7 cells and were 
elevated greater than three‐fold in docetaxel‐resistant cells (MCF‐7TXT) (figure 3.11C). By 
contrast, MyD88 was undetectable in both A2780 and their docetaxel‐resistant counterparts 
(A2780DXL) (figure 3.11D), identifying MyD88 expression as a potential requirement for LPS‐
induced TNF‐α release but not for that induced by docetaxel.
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Figure 3.11 ‐ Comparing the effects of docetaxel and LPS treatment on TNF‐α release from drug‐naive and drug‐
resistant cell lines and assessment of TLR4/MyD88 levels. (A and B) Docetaxel (TXT) concentrations used were 2.5 
nM and LPS concentrations were 5 μg/ml. Significance of differences in TNF‐α release between treated and 
untreated cells were determined using a one‐way ANOVA with a Tukey post‐test; * for p<0.05; all data points 
represent the mean of three trials. (C and D) Levels of TLR4 and MyD88 were assessed for each cell line and 
statistical analysis comparing drug‐naive and drug‐resistant cells consisted of a two‐tailed T‐test; ** for p<0.01. 
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3.3.5 Restoring cellular drug accumulation potentiates drug‐induced TNF‐α release in 
docetaxel‐resistant cells 
  The fact that docetaxel‐induced TNF‐α release was found to diminish after MCF‐7 cells 
were selected for survival in increasing concentrations of docetaxel, prompted us to assess 
whether the ability of drug‐resistant cells to extrude docetaxel was a contributing factor, 
allowing us to further address objective (a‐iii). Given the presence of P‐gp and its contribution 
to reduced cellular docetaxel accumulation in docetaxel‐resistant, MCF‐7TXT and A2780DXL, cells 
(figure 3.7), we examined the effect of the P‐gp inhibitor Tariquidar on docetaxel‐induced TNF‐
α production in these cell lines. As shown in figure 3.12, pre‐incubation with Tariquidar had no 
significant effect on drug‐induced TNF‐α release in co‐cultured control MCF‐7 and A2780 cells.  
In contrast, Tariquidar potentiated docetaxel‐induced TNF‐α release from MCF‐7TXT and 
A2780DXL cells, suggesting that docetaxel accumulation within tumour cells (drug entry) is 
required for drug‐induced TNF‐α release. 
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Figure 3.12 ‐ Effects of Tariquidar on docetaxel‐induced TNF‐α release. All treatments lasted 72 hours at which 
point levels of TNF‐α in the media were measured by ELISA for (A) MCF‐7 and (B) A2780 cells. Cells were either 
untreated or treated with 100 nM Tariquidar and/or 2.5 nM docetaxel (TXT). The data are representative of three 
replicates (+/‐SEM).   A two‐tailed T‐test was used to assess the significance of differences in cellular TNF‐α release 
between treatments; ** for p<0.001, * for p<0.01
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3.4 Effects of LPS pre‐treatment on docetaxel cytotoxicity 
  Given our data showing that LPS induces increased TNF‐α production in drug‐resistant 
tumour cells (MCF‐7TXT10) where docetaxel could not, it was hypothesized that LPS might 
augment docetaxel cytotoxicity if administered in combination with docetaxel, as stated in 
hypothesis (c). In order to test this hypothesis, a series of drug sensitivity assays were 
conducted. In contradiction with this hypothesis, however, TLR4 pathway stimulation has been 
demonstrated to result in decreased taxane cytotoxicity, specifically in PC‐3 prostate cancer 
cells (225) and in MyD88‐positive (SKOV3 and OVCAR‐3) ovarian cancer cells, but to have no 
effect in MyD88‐negative (A2780 and 3AO) ovarian cancer cells (209). Therefore it was of 
interest to assess the potential effects of LPS in modulating docetaxel cytotoxicity, for MyD88‐
positive (MCF‐7 and MCF‐7TXT10 cells) and MyD88‐negative (A2780 and A2780DXL12 cells) tumour 
cell lines.  
3.4.1 LPS induces a docetaxel‐sensitizing effect only in tumour cells that exhibit LPS‐
induced TNF‐α release 
  Our results demonstrate that LPS pretreatment increased docetaxel cytotoxicity in MCF‐
7CC10, where IC50 values were significantly diminished from 0.4 nM (without LPS) to 0.09 nM 
docetaxel (with LPS). Likewise, MCF‐7TXT10 cells also experienced a significant increase in 
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sensitization to drug when pretreated with LPS, given that their IC50 values dropped from 27.6 
nM (without LPS) to 6.4 nM docetaxel (with LPS; see figure 3.13A), with both cell lines 
experiencing roughly a 4 to 5‐fold increase in drug sensitivity after pretreatment with LPS. In 
contrast, the sensitivity of A2780CC12 cells was unchanged upon addition of LPS (IC50 = 1.0 nM 
with and without LPS). Similarly, the sensitivity of A2780DXL12 cells to docetaxel was not 
significantly affected by pretreatment with LPS (IC50 = 28.7 nM without LPS and 21.0 nM with 
LPS; see figure 3.13B) consistent with their inability to manifest TNF‐α release in response to 
LPS (figure 3.11B). 
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Figure 3.13 ‐ Effect of LPS exposure on tumour cell sensitivity to docetaxel. (A) Sensitivity to docetaxel was 
assessed using the clonogenic assay. MCF‐7CC10 cells exhibited an IC50 value for docetaxel of 0.4 nM docetaxel, and 
when pretreated with 10 µg/ml LPS, the value was reduced to 0.09 nM docetaxel. MCF‐7TXT10 cells exhibited an IC50 
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value for docetaxel of 27.6 nM docetaxel, which was reduced to 6.4 nM upon addition of 10 µg/ml LPS. Non‐linear 
regression analysis comparing curves generated from LPS‐treated and LPS‐absent preparations revealed 
statistically significant differences in IC50 values (p<0.005). (B) LPS‐treated and LPS‐absent A2780CC12 cells both 
exhibited an IC50 value of 1.0 nM docetaxel and likewise there was no significant difference in the IC50 values for 
docetaxel between LPS‐treated and LPS‐absent A2780DXL12 cells (28.7 nM and 21.0 nM, respectively). Each data 
point represents the mean of 12 microscopic field counts divided by the mean of the untreated control and each 
curve is representative of three replicate experiments, each showing a consistent trend. 
 
3.4.2 Docetaxel‐sensitizing effect of LPS does not involve changes in cellular drug 
accumulation 
  Given the observed ability of LPS to sensitize MCF‐7 cells to docetaxel, it was of interest 
to determine whether this effect involved an increase in the accumulation of drug within the 
cells. It was found that drug‐resistant as well as drug‐naive MCF‐7 cells pretreated with LPS did 
not significantly increase their accumulation of radiolabeled docetaxel compared to cells 
pretreated with only media. This suggests that the drug‐sensitizing effect of LPS is attributable 
to a mechanism other than increased drug accumulation and thus not likely to involve any 
modulations in P‐gp activity. 
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Figure 3.14 ‐ Effects of LPS pretreatment on cellular drug accumulation (uptake). Cells in culture were treated for 
48 hours with either 10 µg/ml LPS or media only afterwhich all cell preparations were given 2.5 nM of H3‐TXT for 
12 hours and radioactivity of the adhered cell fraction was assessed for each. The data are representative of three 
replicates (+/‐SEM). A one‐tailed T‐test was used to assess the significance of differences in radioactivity (as 
measured by counts per minute (cpm)) between LPS‐pretreated and non‐pretreated cells.  
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 Chapter 4 ‐ Discussion 
4.1 Characterization of docetaxel‐induced TNF‐α release 
  Findings in this study suggest that a variety of human tumour cell lines respond to 
docetaxel by increasing their release of TNF‐α, similar to the reports of TNF‐α release in murine 
macrophages (133). However, it should be noted that the kinetics of TNF‐α release are 
remarkably distinct in our study. For example, reports of taxane‐induced TNF‐α production in 
macrophages involve concentrations of paclitaxel in the 1 to 10 µM range, producing a maximal 
response within 90 minutes (133). In contrast, tumour cells in this study showed a much more 
delayed response to taxane treatment, with maximal release of soluble TNF‐α at 96 hours, 
among the treatment times tested (figure 3.1A and B). The response was also maximal at much 
lower concentrations of docetaxel (between 1.25and 5 nM) (figure 3.1C and D) than reported in 
macrophages. These contrasting observations suggest a difference in the mechanism of TNF‐α 
release between human tumour cells and murine macrophages.  Although much higher 
concentrations of paclitaxel were used in the previously conducted study, it is possible that 
exposure of murine macrophages to lower drug concentrations over longer time intervals might 
also result in TNF‐α release. From a clinical perspective, peak plasma concentrations for 
docetaxel in cancer patients can be as high as 5 µM (226), however it is likely that the 
concentration of drug that reaches a solid tumour would be significantly lower than that found 
in the plasma. Studies have shown that doxorubicin concentrations decrease in a solid tumour 
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as the distance from the nearest blood vessel increases (80), though it is unclear whether 
docetaxel distributes similarly within tumour tissue.  We also observed that a variety of 
structurally distinct chemotherapy drugs with distinct mechanisms of action are able to induce 
TNF‐α release from breast and ovarian tumour cell lines (figure 3.2). Among the drugs and 
respective concentrations tested, the taxanes most effectively and consistently induced TNF‐α 
release. However, it is not clear whether the optimal concentration for TNF‐α release was 
identified for each drug tested, and whether the optimal concentrations vary between cell 
lines. Our study concludes that despite their activation of distinct biochemical pathways and 
modes of cytotoxicity, the chemotherapy agents tested each have the capacity to activate the 
TNF‐ release pathway(s) with similar kinetics in a variety of human tumour cell lines. With 
respect to hypothesis (a), data from figure 3.1, 3.2 and 3.3A, proves that drug‐induced TNF‐α 
release is dose‐ and time‐ dependent and can occur in response to acute exposure to a variety 
of chemotherapy agents in tumour cells originating from both the breast and the ovarian 
epithelium. 
  While the release of TNF‐α from cells after exposure to any cytotoxic agent could be the 
result of cytolysis or secondary necrosis, our findings suggest that docetaxel‐induced TNF‐α 
release is not a passive process resulting from cell lysis. Rather, the elevated TNF‐ release 
upon docetaxel treatment appears to involve the increased transcription of TNF‐α mRNA, based 
on quantitative reverse‐transcription PCR (figure 3.3). The fact that increases in TNF‐α mRNA 
only occur after a relatively long exposure time to drug (36 hours; See appended figure A2 for 
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preliminary data showing time course from 18 to 72 hours) suggests that this may be an 
indirect effect involving one or more intermediary products, including changes in gene 
expression. At this time, it is unclear as to what these intermediary products might be. The 
ability of MCF‐7 tumour cells to respond to taxane treatment with increased TNF‐α gene 
transcription is shared by murine macrophages, albeit in response to a different taxane, 
paclitaxel, and with maximal response occurring after 90 minutes of drug exposure (133). In 
contrast, other groups have reported that aside from myeloid‐based cells, non‐tumour cell lines 
of human origin tend to be poorly responsive to taxanes in terms of TNF‐α production 
(227,228). In addressing hypothesis (b), our finding that loss of membrane integrity does not 
correlate with increased TNF‐α production during treatment with docetaxel (figure 3.3A and B), 
provides conclusive evidence that increased TNF‐α from the media is originating from live cells. 
Data presented in figure 3.3D is supportive of this hypothesis, demonstrating an increase in 
TNF‐α mRNA occurring prior to detectable increases in TNF‐α release. 
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4.2 Docetaxel induces TNF‐α production by a mechanism distinct from lipopolysaccharides 
(LPS) 
  An earlier study sought to characterize taxane‐induced TNF‐α production in murine 
macrophages. Reportedly, TLR4‐null macrophages exhibited lower TNF‐α and nitrogen oxide 
(NO) production in response to paclitaxel than macrophages with wildtype TLR4 levels (119).  It 
was concluded that in murine macrophages, both paclitaxel and LPS‐induced TNF‐α release is 
TLR4‐dependent. The study showed that the TLR adaptor protein MyD88 was also required, 
since it was observed that MyD88‐knockout mice did not increase their output of TNF‐α in 
response to either agent mentioned. It should be noted rather  that MyD88‐knockout mice still 
responded to paclitaxel and LPS with activation of mitogen‐activated kinase (MAPK) and NF‐κB 
(119). Our results suggest that TNF‐α release in human tumour cells can be independent of the 
MyD88 adaptor protein, since a strong release was observed when A2780 cells that lack 
detectable MyD88 were treated with the structurally related taxane, docetaxel (figure 3.4B).  
This is in contrast to TNF‐ release in response to LPS treatment of human tumour cells from 
this study (figure 3.11), which exclusively occurred in the MyD88‐positive MCF‐7 cells, 
consistent with several other studies that showed that inflammatory cytokine release in 
response to LPS  is MyD88‐dependent in ovarian cancer cell lines (207–209,229). With regards 
to inflammatory cytokine release in MyD88‐expressing cells, we observed a discrepancy 
between the effects of docetaxel and LPS, since acute exposure (72 hours) to docetaxel was 
able to induce significant increases in TNF‐and CXCL8, while LPS stimulated comparatively 
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stronger increases in both of these cytokines, in addition to an increase in CXCL1 (figure 3.4), 
consistent with the idea that the mechanism of cytokine induction is distinct between the two 
agents. 
  Interestingly, agents that affect the cytoskeleton have also been shown to disrupt post‐
Golgi trafficking of cytokines (230). It is unclear whether the stabilization of microtubules by 
taxanes plays a role in tumour cell trafficking of TNF‐α; however, it could explain why taxanes 
(among the drugs tested) seem to be particularly effective at promoting TNF‐α release. It is 
believed that TNF‐α in its membrane‐bound (24‐kDa) form (mTNF‐α) is cleaved by the matrix 
metalloproteinase ADAM‐17, to release its ectodomain, the soluble (17‐kDa) form of TNF‐α 
(sTNF‐α) (192). Black et al. (192) purified and cloned ADAM‐17, and suggested that this MMP 
specifically cleaved mTNF‐α (based on results showing that inactivation of the gene in mouse 
cells caused a marked decrease in TNF‐α production). Since then, hydroxamate‐based inhibitors 
such as Marimastat, have been shown to inhibit the release of TNF‐α as well as a variety of 
other shedding phenomena mediated by MMP's, suggesting that one or more MMP's are 
involved in TNF‐α release. The findings of our study showed that Marimastat caused a partial 
decrease in TNF‐α release induced by docetaxel in A2780 cells, but not MCF‐7 cells (figure 3.6). 
It is possible that the lack of effect of Marimastat on TNF‐α release in MCF‐7 cells may be due 
to the involvement of other Marimastat‐insensitive proteinases in the shedding of mTNF‐α. 
Consistent with this view, it has been shown that LPS‐induced cleavage of mTNF‐α can be 
inhibited by both matrix metalloproteinase as well as serine protease inhibitors (231). This 
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suggests that the release of sTNF‐α can be achieved by proteins other than ADAM‐17, some of 
which are unaffected by Marimastat. It is also possible that LPS‐induced TNF‐α release, which 
was suppressed to roughly 50% by Marimastat, also involves cleavage by proteases that are not 
targeted by Marimastat.  Alternatively, inhibition by Marimastat may have been suboptimal in 
this system and higher concentrations may have achieved complete inhibition of mTNF‐α 
release by LPS. It has been reported that after stimulation of murine macrophages with LPS, 
mTNF‐α begins to accumulate within the Golgi apparatus. Pulse chase labeling as well as 
subcellular fractionation studies have provided evidence of both the 24‐kDa and 17‐kDa forms 
of TNF‐ within the Golgi apparatus (230). Thus, another possibility is that MMP‐dependent 
shedding may occur at the level of the Golgi, sheltered from inhibition by Marimastat.  
Nevertheless, our findings provide confirmation that drug‐induced TNF‐α release by A2780 cells 
involves (at least in part) shedding of mTNF‐ by MMPs. In summary, the data presented in 
figure 3.4A‐E, figure 3.5A and B, figure 3.11A and B, together provide conclusive evidence that 
the mechanism of docetaxel‐induced TNF‐α release is distinct from the effects of 
lipopolysaccharides, as postulated in the first part of hypothesis (c). 
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4.3 Changes in the production of TNF‐α and other cytokines upon selection for docetaxel 
resistance    
  Resistance to several classes of chemotherapy agents have been documented, as 
reviewed in chapter 1. Some studies have exemplified a phenomenon known as multidrug 
resistance, where tumour cells become resistant to multiple drugs. One widely documented 
mechanism for multidrug resistance involves the increased expression and activity of members 
of the ATP‐Binding Cassette (ABC) family of proteins. These proteins normally serve to excrete 
toxins from healthy tissues such as the brain, liver, kidneys, and intestinal epithelium, and in the 
context of drug resistance they act as drug efflux pumps in tumour cells. One particular ABC 
family member P‐glycoprotein (Abcb1) has been studied in vivo and its expression in tumour 
cells has been shown to influence penetration of chemotherapeutics, in some cases, through 
multicellular layers of solid tissue (82).  It can also prevent the cellular accumulation and 
cytotoxicity of a variety of hydrophobic anticancer drugs, including members of the taxane, 
vinca alkaloid, anthracycline, and tyrosine kinase inhibitor families (141,221,222,232,233). 
Levels of MDR1, the gene that encodes P‐gp, were found to be frequently elevated in tumours 
that are innately resistant to treatment, including those originating from the liver, pancreas, 
colon, kidney, and adrenal glands (234). Evidence that expression of P‐gp contributes to drug 
resistance in the clinic has been reported (235,236) and its increased expression has been 
observed after chemotherapy treatment in breast cancer, acute lymphocytic and non‐
lymphocytic leukemia, neuroblastoma, pheochromocytoma, and nodular poorly differentiated 
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lymphoma (222,234,237,238). Though attempts to restore clinical response to anthracycline 
and taxane‐containing regimens by the addition of a P‐gp inhibitor (verapamil or tariquidar) 
have not shown much promise (99), the importance of cellular drug export to the clinic should 
not be overlooked.  Firstly, it is unclear whether sufficient levels of P‐gp inhibitor at the site of a 
patients' tumour are being achieved (99). Secondly, it's possible that P‐gp‐mediated drug‐
export in a patients' tumour actually facilitates drug penetration into the tumour core as 
illustrated through experimentation with a three‐dimensional tumour cell model (82). Thus, 
counterproductively, pharmacological inhibition of P‐gp in drug‐resistant tumours would 
decrease tumour drug penetration, which could nullify any improvements in drug efficacy 
permitted by abrogating tumour drug‐export.   
  Our data shows, in vivo, that selection of tumour cell lines for resistance to increasing 
concentrations of docetaxel is associated with increased expression of P‐gp and a decrease in 
cellular accumulation of drug (figure 3.7). Treatment of docetaxel‐resistant breast and ovarian 
tumour cells with the P‐gp inhibitor Tariquidar restores cellular drug accumulation as well as 
drug cytotoxicity (figure 3.7B and figure 3.8). While P‐gp clearly contributes to docetaxel 
resistance in MCF‐7TXT10 cells, it is possible that there are other contributors to resistance at 
lower selection doses where P‐gp expression is considerably lower (MCF‐7TXT9).  
  Aside from P‐gp, whose expression continued to rise with increasing selection dose in 
MCF‐7TXT cell lines (figure 3.7A), basal levels of secreted cytokines TNF‐α, CXCL1, and CXCL8 also 
became elevated during the selection process. Maximum output was reached at selection dose 
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10 (MCF‐7TXT10) after which levels declined toward that of wild‐type cells (figure 3.9A, C, and E). 
A similar trend was observed in A2780DXL cells (figure 3.9B, D, and F), although CXCL8 levels 
remained constant. In an in vivo setting the above cytokines serve as mediators of autocrine, 
paracrine, and even endocrine communication between cells, acting in networks and exhibiting 
pleiotropic effects that depend on the nature of target cells. Depending on the tissue, a variety 
of cytokine‐mediated processes can occur, including cell proliferation, differentiation, and 
apoptosis. This serves to co‐ordinate homeostatic processes such as wound healing and 
immune responses to infection or trauma. Aberrant cytokine production has been associated 
with many cancers, and the chemokines CXCL8 and CXCL1, in particular, have been implicated 
in autocrine‐based drug resistance in various tumour cell lines (157,239), as well as poor clinical 
outcome in ovarian cancer patients (156). More specifically, it has been shown that CXCL8 
signalling, through CXCR1 and CXCR2 receptors, plays a direct role in multidrug resistance 
(57,154). Similarly, CXCL1 expression in response to taxane or anthracycline treatment (239) 
has been shown to cause drug‐resistance through activation of CXCR2 (182,239,240) via 
autocrine signalling. Other groups also report an in vivo role for CXCL1 in drug resistance that 
involves paracrine signalling between tumour and myeloid cells (146). With respect to 
hypothesis (d), stating that sustained exposure to docetaxel and selection for resistance to drug 
causes changes in the basal production of multiple inflammatory cytokines that have been 
implicated in drug resistance, we can conclude that our data presented in figure 3.9A‐F, 
provides definitive proof of this. 
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  Previous findings from our laboratory have shown that acquisition of resistance to 
docetaxel in MCF‐7 cells was accompanied by increased TNF‐α production and secretion, as 
well as a decrease in cellular levels of TNFR1 (24). Blockade of TNFR2 in the resistant cells was 
shown to increase sensitivity to docetaxel by roughly 2‐fold (24). It is unclear whether these 
alterations in TNF‐α signalling contribute to drug resistance through modulations of P‐gp 
expression or activity. Exogenously added TNF‐α has been shown, in a variety of cell types, to 
stimulate P‐gp expression and increased activity (241–244); however, we have observed that 
exposure of MCF‐7 cells to TNF‐α failed to promote detectable increases in P‐gp at the protein 
level after treatment for 96 hours (see figure A1 of the appendix). At any rate, it is possible that 
autocrine signalling by membrane‐bound TNF‐α (mTNF‐α) may be one of several confounding 
factors, since studies showing that mTNF‐α, expressed by tumour cells, contributes to better 
survival in mice transfected with either lung or melanoma tumour cell lines (152). It is, 
however, unclear whether mTNF‐α levels are increased in the drug‐selected cell lines used in 
this study. Regardless, if either TNF‐α or one of CXCL1 and CXCL8 promote P‐gp expression in 
MCF‐7 cells through autocrine signalling, then it would follow that this stimulus would be lost 
beyond selection dose 10 (15 nM docetaxel), since levels of these secreted cytokines fall 
considerably at higher selection doses (figure 3.9).  Yet, we observe P‐gp expression to increase 
further (figure 3.7A), which does not support a model involving cytokine‐induced P‐gp activity 
or expression. There is however, evidence to support changes in the way P‐gp expression is 
regulated throughout the selection of MCF‐7 cells for resistance to docetaxel. For example, 
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above selection doses 10, a regional amplification on chromosome 7 (7q21) resulting in an 
increased P‐gp (MDR1) gene copy number was detected (220).  This amplification may result in 
highly increased P‐gp expression, particularly beyond selection dose 10, such that expression 
may no longer be driven by elevated cytokine production. Of particular relevance, recent 
studies have characterized TNF‐α as a potent mutagen (152,245). More specifically, treatment 
of cultured cells with soluble TNF‐α was found to cause DNA damage comparable to that of 
ionizing radiation (245).  This, in turn, was found to cause gene amplifications, mutations, 
micronuclei formation, and greater chromosomal instability (245). This could be attributable to 
the chromosomal amplifications we observed in MCF‐7TXT11 and MCF‐7TXT12 cells. 
  In our study, we observed that despite the increased basal output of TNF‐α from both 
breast and ovarian tumour cell lines during acquisition of docetaxel resistance, there was a 
diminished ability to further increase TNF‐ production in response to docetaxel (figure 3.11). 
In contrast, LPS retained its ability to induce TNF‐ production (in MCF‐7CC10 and MCF‐7TXT10 
cells). This suggests that the mechanism for LPS‐stimulated TNF‐ production is distinct from 
that for docetaxel. Given that cellular drug accumulation in MCF‐7TXT10 and A2780DXL12 cells is 
severely diminished relative to wild‐type cells, but can be restored by Tariquidar, which 
concomitantly causes a potentiation of the drug‐induced release of TNF‐α, it is our opinion that 
the ability of docetaxel to cause TNF‐α release requires a sufficient level of drug to accumulate 
within the tumour cell. This is unlike TNF‐α release in response to LPS, which stimulates TNF‐ 
production by binding to extracellular TLR4 and does not require uptake into cells. Despite their 
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diminished ability to respond to docetaxel with increased TNF‐α release, MCF‐7TXT10 cells 
maintain their ability to augment TNF‐α production in response to LPS, presumably through 
activation of TLR4 at the cell surface. Consistent with previous reports that MyD88 is an 
essential cellular component for LPS‐induced inflammatory cytokine production, elevated TNF‐
α production in response to LPS treatment did not occur in A2780DXL12 cells, which do not 
express detectable levels of MyD88.  
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4.4 Mechanistic insight into inflammatory responses induced by docetaxel  
  Some groups have reported that paclitaxel induces TNF‐α release through the activation 
of TLR4, which reportedly involves a direct interaction between paclitaxel and the extracellular 
TLR4 adaptor protein myeloid differentiation factor 2 (MD‐2) at the cell surface of macrophages 
(200,227). This direct activation of TLR4 appears to be the accepted mechanism by which 
taxanes promote TNF‐α production and release in macrophages (119,133) as well as tumour 
cells (207,209,246), despite a lack of rigorous studies employing tumour cells. Although our 
findings do not discount a role for TLR4 in mediating taxane‐induced TNF‐α production and 
release from all tumour cell types, they do illustrate novel insights into the mechanism.  The 
evidence in this study suggests that taxanes must enter MCF‐7 and A2780 tumour cells to 
promote TNF‐α production, thus not in support of a mechanism involving direct activation for 
TLR4 residing on the surface of the cell.  
  Our observation that a variety of structurally unrelated chemotherapeutic agents can 
induce TNF‐α release suggests that drug‐induced TNF‐α release involves a variety of pathways 
that may or may not involve TLR4 activation and/or activation of some downstream pathways. 
Consistent with this view, a recent literature review states that "it has not been firmly 
established that the functional effects of paclitaxel are mediated through physical binding to 
TLR4" (247). One possibility is that TLR4 activation by chemotherapy drugs can involve the 
death‐dependent release of damage‐associated molecular patterns (DAMPs), a subset of 
alarmins, some of which can activate TLR4 and subsequent cytokine production. For example, 
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studies have demonstrated the release of the damage‐associated molecular pattern HMGB1 
after treatment with a variety of chemotherapy agents, including docetaxel (248). HMGB1 
among other alarmins has been shown to activate TLR4 after HMGB1’s release from necrotic 
cells (194). The release of DAMPs in response to docetaxel would require drug uptake into cells, 
consistent with our observations. Given that LPS and docetaxel were observed to induce the 
production of different sets of inflammatory cytokines in MCF‐7 and A2780 cell lines (figure 
3.4A‐F), a TLR4‐DAMP‐dependent mechanism of inflammatory cytokine production in response 
to docetaxel is not expected in these cells because, if this were the case, docetaxel and LPS 
treatment would arguably induce the release of the same sets of cytokines. A DAMP‐dependent 
mechanism could also involve TLRs other than TLR4, possibly involving DAMP recognition in the 
intracellular space. For example, TLR3, residing intracellularly, has been shown to respond to 
mRNA released from or associated with necrotic cells, with the production of pro‐inflammatory 
cytokines (249). Since certain TLRs respond to DAMPs intracellularly, it is possible that drug‐
induced inflammatory cytokine release could involve the activation of an intracellular TLR, after 
displacement of an intracellular DAMP with respect to its normal distribution among specific 
organelles. Given the A2780 cell line does not respond to LPS, consistent with its lack of the 
TLR4 adaptor protein MyD88, it is expected that a DAMP‐TLR‐dependent drug‐induced 
mechanism in this cell line would involve activation of a TLR other than TLR4. Drug‐induced 
TNF‐α production may also involve heat shock proteins (HSP's), as reports have shown that 
geldanamycin treatment, a specific inhibitor for the HSP90 family, abrogated the expression of 
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TNF‐α in macrophages treated with paclitaxel or LPS (118). Interestingly, geldanamycin did not 
block microtubule stabilization by paclitaxel suggesting a mechanism independent of 
microtubule functionality (118). The authors of this study further suggest that paclitaxel binds 
to Hsp90, mediating macrophage activation (118). Further, HSP60 is thought to activate the 
TLR4 complex directly, eliciting a pro‐inflammatory response in cells of the innate immune 
system (250). 
  Kawasaki et al. demonstrate that paclitaxel's ability to mimic the effects of LPS occurs 
only in murine‐derived cell lines, since the expression of recombinant murine MD‐2 in 
combination with either human or murine TLR4 is a requirement for inflammatory cytokine 
expression in response to paclitaxel (200). Consistent with this, Resman et al. failed to observe 
TLR4 pathway stimulation in response to docetaxel treatment of human embryonic kidney cells 
(HEK293). More specifically, the study reports an inhibitory effect of docetaxel on LPS‐induced 
TLR4 signalling, through binding of MD‐2 in HEK293 cells (228). There are many potential 
explanations for the lack of taxane‐induced inflammatory response in human tissue. As we've 
seen in this study a response involving TNF‐α release is clearly dose‐dependent (figure 3.1). 
Further, the optimal dose likely differs greatly between tissues, as most studies reporting this 
phenomenon in macrophages or other non‐malignant cell lines involve treatment with taxane 
concentrations roughly three orders of magnitude greater than those seen in this study with 
tumour cells. However, it is interesting to note that LPS‐RS suppressed TNF‐α production in 
breast tumour cells treated with LPS (figure 3.5), but in the same cell line potentiated TNF‐α 
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release in the presence of docetaxel (figure 3.5), highlighting a distinction in the immunogenic 
mode of action between LPS and docetaxel.  Also, interference with the intracellular pathway 
components that are activated by extracellular TLR4 ligation with LPS was shown to be 
insufficient for preventing docetaxel‐induced TNF‐α release in the MDA‐MB‐231 breast cancer 
cell line (figure 3.5B). Given the reported specificity of TAK‐242 for TLR4, among the TLRs (216), 
and its ability to fully inhibit LPS‐induced TNF‐α release aswe observed here, it can be 
concluded that LPS is triggering TNF‐α release exclusively through its interaction with TLR4.  In 
contrast, the failure of TAK‐242 to inhibit TNF‐α release from breast tumour cells in response to 
docetaxel suggests that TLR4 is not be an important contributor to docetaxel‐induced TNF‐α 
release in the MB‐231 cell line. Regardless, further studies are clearly warranted for a better 
understanding of the mechanisms at play. 
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4.5 Effects of LPS pretreatment on docetaxel cytotoxicity 
  In this study, we found that pretreatment of drug‐naive and docetaxel‐resistant MCF‐7 
cells with LPS significantly increased sensitivity to docetaxel, but this effect was absent in 
MyD88‐deficient A2780‐based cell lines (figure 3.13). Although it is unclear how LPS elicits this 
increased sensitization to docetaxel in MCF‐7 cells, it arguably does not involve changes in P‐gp 
activity or expression, since LPS also caused sensitization to docetaxel in drug‐naive cells that 
lack detectable P‐gp levels. It is interesting to note that the sensitizing effect of LPS in MCF‐7 
cells was accompanied by a cellular response involving increased cytokine production (TNF‐α, 
CXCL8, and CXCL1).  On the other hand, the inability of LPS pretreatment to cause increased 
sensitivity to docetaxel in MyD88‐deficient A2780‐based cells was associated with no effect on 
the production level of the aforementioned cytokines (figure 3.4 and 3.11). This suggests that 
the biochemical pathways that are activated by LPS, resulting in inflammatory cytokine release, 
are closely related to those responsible for the increased sensitization to docetaxel. Given the 
reported ability of TNF‐α to sensitize tumour cells to taxanes (24,150), the docetaxel‐sensitizing 
effects observed here (figure 3.13) may likewise be provoked through LPS's ability to induce 
TNF‐α production and subsequent autocrine signalling.  
  It should be noted that the effects of LPS exposure on cellular sensitivity to docetaxel 
have been studied by other groups. Contradictory to our observations, one study shows that 
ligation of TLR4 with LPS caused increased resistance to the growth inhibitory effects of 
docetaxel on PC‐3 prostate tumour cells (225). Likewise, other groups have shown that 
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activation of the TLR4 pathway in MyD88‐positive SKOV3 ovarian cancer cells causes increased 
resistance to taxanes (207). Nevertheless, consistent with our results the same study showed 
that MyD88‐negative A2780 ovarian cancer cells were unaffected upon TLR4 activation by LPS, 
in terms of their sensitivity to docetaxel. Thus, it would appear that part of hypothesis (c), 
stating that LPS may augment docetaxel cytotoxicity in the presence of docetaxel, is in some 
cases found to be true, but it depends on the particular tumour cell line in question. LPS 
exposure can either increase (as in figure 3.13A), decrease sensitivity to docetaxel (207,225), or 
have no effect (207) as we observed with the A2780‐based cell lines (as in figure 3.13B).  
   LPS treatment alone was observed to have no significant effect on cell growth in either 
of the cell lines tested. As mentioned however, in combination with docetaxel LPS exhibited 
drug‐sensitizing properties. It was unclear as to how LPS was causing this effect, however we 
report that changes in drug accumulation within the cells was not a contributing factor (figure 
3.14). An interesting and potentially relevant study reported that NF‐κB plays a role in 
protecting macrophages from LPS‐induced cell death (251). They showed that when NF‐κB 
activation was inhibited, LPS was permitted to induce cell death through activation of TLR4 and 
the subsequent pathway component RIP (receptor interacting protein). Interestingly, the 
authors concluded that LPS‐induced cell death in this context did not involve the TNF‐α/TNFR1 
axis (251). Perhaps the activation of a similar death pathway occurs when docetaxel and LPS 
treatment are combined. It may be that docetaxel‐induced activation of NF‐κB followed by its'  
relocalization to the nucleus (demonstrated in Sprowl et al. (24)), compromises the ability of 
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NF‐κB to protect against LPS‐induced cell death through RIP. Although this is speculative, it does 
offer an example of TNFR1‐independent cell death induced by LPS, which may explain the 
synergy observed between docetaxel and LPS in our MCF‐7TXT10 cells (figure 3.13), given their 
relatively diminished TNFR1 levels (24). Although, there are reports of TNF‐α's role in sensitizing 
tumour cells to taxane cytotoxicity, enhanced cell death by LPS pretreatment may not 
necessarily require enhanced TNF‐ production. Another relevant study demonstrates LPS‐
induced cell death in breast epithelial and cancer cell hybrids (M13MDA435) (252). 
Neutralization of TNF‐α signalling, induced by LPS, did not prevent cell death (252). Our 
observations suggest that LPS‐induced sensitivity to docetaxel is associated with LPS‐induced 
TNF‐α production (figure 3.13). However, TNF‐α production was not a sufficient indicator in 
predicting LPS‐induced cell death, since LPS treatment alone, which stimulated TNF‐α release, 
did not appear to have any cytotoxic effect on any of the cell lines. LPS‐induced TNF‐α 
production was rather indicative of a tumour cell lines' vulnerability to the synergistic 
cytotoxicity of LPS and docetaxel treatment (figure 3.13). Further study would be warranted to 
determine the cellular components that are necessary for the docetaxel‐sensitizing effects of 
LPS. It is possible that MyD88 is one important determinant given that MyD88‐negative A2780 
cells were insensitive to these effects (figure 3.13). TLR4 activation is known to stimulate the 
production of transcription factors NF‐κB, AP‐1 and IRF3 (253). NF‐κB gets activated and 
relocated to the nucleus only if MyD88 is recruited to the cytoplasmic domain of TLR4 (253). 
This means that if the cells lack the cytoplasmic MyD88 adaptor protein then they will respond 
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to LPS‐induced TLR4 activation differently, with respect to the transcriptional regulation that 
occurs. NF‐κB activation and relocalisation to the nucleus stimulates the production of various 
inflammatory cytokines, including TNF‐α, which may be required after all for the drug‐
sensitizing effect of LPS given that TNF‐α has been shown to exhibit such effects in the presence 
of docetaxel (24), although our data does not definitively confirm this.    
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4.6 In vitro model 
  As presented in this thesis, TNF‐α levels were found to increase in two breast cancer cell 
lines (MCF‐7 and MB‐231) and an ovarian cancer cell line (A2780) in response to treatment with 
a variety of chemotherapy drugs, but most dramatically with the taxanes docetaxel and 
paclitaxel.  Docetaxel‐induced TNF‐α production in MCF‐7 cells has been demonstrated to have 
autocrine effects, potentiating the cytotoxic effect of the drug through its interaction with 
TNFR1 (25). Similar to docetaxel, treatment of MCF‐7 cells with LPS was found to induce the 
production of the inflammatory cytokine TNF‐α after 72 hours, but unlike docetaxel it also 
caused dramatic increases in CXCL1 and CXCL8 (figure 3.4 and figure 4.1). 
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Figure 4.1 ‐ Model of response to docetaxel and LPS in MCF‐7 cells. 
  TOP ‐ Left‐most (Docetaxel): Docetaxel targets β‐tubulin causing cell‐cycle arrest and eventually cell 
death. TNF‐α production is increased in response to drug (supported by data presented in figure 3.1A and C), 
possibly involving the activation of NF‐κB, and appears to contribute to docetaxel cytotoxicity (24). Middle (LPS): 
LPS binds TLR4 and initiates the dimerization of MAL and MyD88, which causes the activation and nuclear 
localization of AP1, NF‐κB, as proposed by others (253). This causes the increased production of TNF‐alpha, CXCL1, 
and CXCL8 (supported by data presented in figure 3.4A, C, and E) and putative increases in IFN‐β and IFN‐inducible 
genes (253). Right‐most (Docetaxel + LPS): The combination of docetaxel and LPS results in increased TNF‐α and 
cell death compared to treatment with docetaxel alone (supported by data presented in figure 3.13A).
  BOTTOM – Left‐most (Docetaxel): Docetaxel accumulation within the cell is limited by the increased 
presence of the drug‐export protein P‐gp (supported by data presented in figure 3.7A and B), TNFR1 levels have 
diminished relative to co‐culture control (drug‐naive) cells (24), and there is a constitutive increase in the 
expression of TNF‐α, CXCL1, and CXCL8 (supported by data presented in figures 3.9A, 3.9C, 3.9E, and A4), as a 
result of the selection for survival in the presence of up to 5 nM of docetaxel (left, middle and right). Middle (LPS): 
LPS treatment causes the increased production of TNF‐α (supported by data presented in figure 3.11A), and 
putative increases in the production of CXCL1, CXCL8 (as observed in drug‐naive MCF‐7 (figure 3.4C and E), IFN‐β, 
and IFN‐inducible genes, presumably through the activation and nuclear localization of AP1 and NF‐kB 
transcription factors (253). Right‐most (Docetaxel + LPS): The combination of LPS and docetaxel causes increased 
release of TNF‐α and cell death compared to treatment with docetaxel alone (supported by data presented in 
figure 3.13A).  
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  Along with increased P‐gp expression, selection for survival in the presence of increasing 
concentrations of docetaxel led to a greater capacity for docetaxel extrusion and thus lower 
accumulation of the drug after treatments in MCF‐7TXT10 and A2780DXL12 cells (figure 3.7). To 
assess whether intracellular accumulation of drug is an important factor in docetaxel‐induced 
TNF‐α release, TNF‐α release was assessed in response to docetaxel treatment, with and 
without the addition of a specific inhibitor for P‐gp (tariquidar). Results showed that inhibition 
of P‐gp‐mediated drug export, allowed a potentiation of docetaxel‐induced TNF‐α production in 
the drug‐resistant cells (figure 3.12). This is consistent with docetaxel‐induced TNF‐α 
production requiring drug to accumulate in tumour cells. 
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Figure 4.2 ‐ Model of response to docetaxel and LPS for A2780 cells. 
TOP ‐ Left‐most (Docetaxel): Docetaxel targets β‐tubulin causing cell‐cycle arrest and eventually cell death. TNF‐
α release is increased in response to drug (supported by data presented in figure 3.1B and D)) and may or may not 
contribute to docetaxel cytotoxicity as with MCF‐7 cells. Middle (LPS): In speculation, LPS binds TLR4 and initiates 
the dimerization of TRIF and TRAM, rather than MyD88 and Mal,  which causes the activation and nuclear 
localization of IRF3 transcription factor (253). This causes the increased production of IFN‐β and IFN‐inducible 
genes (253). Right‐most (Docetaxel + LPS): Treatment with LPS, in the presence of docetaxel, does not result in any 
increased sensitivity to docetaxel (supported by data presented in figure 3.13B).  
BOTTOM – Left‐most (Docetaxel): Docetaxel accumulation within the cell is limited by the increased presence 
of the drug‐export protein P‐gp (supported by data presented in figure 3.8B), TNFR1 levels may have diminished 
relative to co‐culture control cells (as with MCF‐7 cells), and there is a constitutive increase in the expression of 
TNF‐α and CXCL1 (supported by data presented in figures 3.9B, 3.9F) as a result of the selection for survival in the 
presence of up to 8.88 nM of docetaxel (left, middle and right). Middle (LPS): In speculation, LPS treatment causes 
the increased production of IFN‐β and IFN‐inducible genes presumably through the activation and nuclear 
localization of IRF3 (253). Right‐most (Docetaxel + LPS): Treatment with LPS, in the presence of docetaxel, does not 
cause increased sensitivity to docetaxel (supported by data presented in figure 3.13B). 
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Selection for survival in the presence of docetaxel also led to changes in the constitutive 
production of TNF‐α, CXCL8, and CXCL1 in MCF‐7 breast cancer cells (figure 3.9), and likewise 
TNF‐α and CXCL1 in A2780 ovarian cancer cells. It is interesting to note that cytokine profiles for 
short‐term exposure (figure 3.4), were different than those observed after long‐term selection 
in increasing concentrations of docetaxel (figure 3.9).  Moreover, it was confirmed that long‐
term selection resulted in increased cytokine production beyond 5 days after drug was 
removed from media, indicating a stable change to transcriptional expression patterns.   
  Since we observed increased TNF‐α levels after acute treatment of drug‐naive cancer 
cells with docetaxel, and increased TNF‐α and CXCL1 protein expression (along with increases in 
TNF‐α (24) and CXCL1 (figure A4) mRNA in MCF‐7) in both MCF‐7 and A2780 cell lines upon 
prolonged drug selection, it is possible that increased CXCL1 production is an autocrine 
response to elevations in TNF‐α concentrations. Supporting this view, it has been shown that, 
through paracrine signalling, breast cancer cells responded to TNF‐α produced by endothelial 
cells, with increased CXCL1 and CXCL2 production within a tumour cell‐implanted mouse model 
(146). Induction of CXCL1 expression and release after exposure to recombinant TNF‐α has also 
been demonstrated in vitro, albeit from human vascular endothelial cells (254). Specifically, it 
was suggested that TNF‐α promotes  JNK‐mediated CXCL1 mRNA expression, and secretory 
processes mediated by p38 MAPK and PI‐3K (254). The question remains as to how important 
cytokine signalling pathways are to cancer incidence, tumour progression, and treatment 
outcome in cancer patients.  As reviewed by Acharyya et al., amplification of 4q21 occurs in 
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breast cancer and promotes the upregulated expression of fifteen genes including cytokines 
CXCL1‐8 (255). Elevated expression of CXCL1, however, can occur without gene amplification 
(256). Fluorescence in situ hybridization (FISH) studies have shown that CXCL1/2 genes were 
amplified in 7.5% of primary breast tumours and 19.9% of metastases (146). The fact that drug‐
induced TNF‐α production can occur in cultured tumour cells after 48 hours, (24,142) and as 
we've shown in chapter 3, that long‐term drug exposure and selection for drug resistance can 
give rise to the increased production of a variety of inflammatory cytokines (TNF‐α, CXCL1, and 
CXCL8), presents a number of potential clinical implications. Given that in vivo mouse studies 
have shown that tumour‐derived cytokine release can have significant effects on tumour 
behaviour (146,151,152,156,185), it is likely that tumour cell exposure to chemotherapy agents, 
such as docetaxel, stimulates the production of inflammatory cytokines (including TNF‐α, 
CXCL1, and CXCL8), which in turn affect tumour progression via their ability to induce immune 
cell migration (146,151,185), angiogenesis (151,156), and/or enhanced survival pathways 
(24,57,157,165) within a patients' tumour microenvironment while having significant 
consequences for treatment outcome. The net physiological effect of TNF‐α and other 
cytokines that become increasingly produced in response to docetaxel treatment is thus an 
important area of study. The answer to whether this is good or bad for a patient receiving 
treatment likely depends on many factors, including which tissue these inflammatory signals 
are able to target. It is unclear whether TNF‐α produced by the tumour has any significant 
impact on tissue outside of the tumour microenvironment. Insight into the possibility that 
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tumour‐derived cytokines can yield systemic physiological effects and what the nature of these 
effects would be is of great importance in determining how to better manage patients and 
eradicate tumours that emit inflammatory signals.  
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4.7 Conclusions 
   We conclude that both drug dose as well as exposure time are important factors 
affecting the release of TNF‐α and other inflammatory cytokines (CXCL1 and CXCL8) from breast 
and ovarian tumour cells. We showed that a variety of other chemotherapy agents share the 
ability to stimulate the release of TNF‐α in tumour cell lines originating from distinct tissues. 
This suggests that the biochemical pathways activated in the release of TNF‐α are associated 
with cell death, whether through similar or very distinct mechanisms of action. Our data 
suggests that docetaxel‐induced TNF‐α release from MCF‐7 cells is an active cellular process, 
since it involves an increase in TNF‐α mRNA transcription, and does not positively correlate with 
loss of membrane integrity. We showed that docetaxel’s ability to induce the secretion of 
cytokines in tumour cells, originating from the breast and ovaries, is distinct from LPS in a 
variety of ways. Firstly, docetaxel does not stimulate the release of the same inflammatory 
cytokines as LPS, from MCF‐7 breast tumour cells. Secondly, docetaxel stimulated TNF‐α release 
from MyD88‐negative ovarian tumour cells, where LPS could not. Thirdly, docetaxel appears to 
require cellular uptake by tumour cells in order to stimulate increased TNF‐α release, whereas 
LPS appears to stimulate the release via an extracellular receptor. We also conclude that 
sustained drug exposure and the acquisition of resistance to docetaxel causes changes in the 
basal production levels of TNF‐α, CXCL1, and CXCL8, all of which have been shown to affect 
tumour growth through either autocrine (involving only tumour) or paracrine signaling  
(involving both the tumour and other cell types in the tumour microenvironment). As many 
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research groups continue to uncover the importance of extracellular factors originating from 
tumour cells in the treatment of cancer, we demonstrate that tumour inflammatory pathways 
can be exploited to augment the cytotoxic effect of docetaxel in tumour cells. Specifically, we 
are the first to show that stimulation of the TLR4 pathway in breast tumour cells can improve 
the cytotoxic effect of docetaxel.  
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4.8 Future directions 
  There is much to be explored, particularly related to the cellular receptors involved in 
triggering cytokine production from tumour cells in response to chemotherapeutics. Also, of 
value is a better understanding of the structural characteristics that give drugs their 
immunogenic potential, causing either the induction of inflammatory cytokines or the release 
of alarmins. Future experimentation is necessary to further characterize the full breadth of 
signals released by tumour cells during exposure to chemotherapy drugs, as well as the roles 
that these signals have in stimulating both autocrine, as well as paracrine signalling pathways 
involving both tumour and non‐tumour cells within the tumour microenvironment. 
  The diametrically opposing effects of TNF‐α observed by Ardestani et al. (152) in a 
xenograft mouse model, whereby TNF‐α in its membrane‐bound form expressed by the tumour 
contributes to tumour supression, yet TNF‐α in its soluble form released by the tumour 
contributes to the chemotactic accumulation of myeloid cells at the site of the tumour and its 
progression, are remarkably relevant and worthy of further consideration. Improving 
methodologies for measuring TNF‐α as both a soluble and membrane‐bound isoform in our in 
vitro models, and discerning between the level of each, would be a worthy goal. This would 
allow the determination of whether membrane‐bound TNF‐α levels change within a tumour cell 
during exposure to chemotherapy agents and also allow further characterization of the effects 
of each TNF‐α isoform on tumour cell survival in the context of chemotherapy treatment and 
drug resistance. 
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  Given the effect of docetaxel on the release of inflammatory signals from tumour cells, 
it may also be of value to determine whether this in turn can affect the behaviour of other cell 
types that might be found within the tumour microenvironment. A simplified, in vitro, system 
could be used where culture media from drug‐treated (acute or sustained drug treatment) 
tumour cells is administered to other cell types that might be found in the tumour 
microenvironment, such as myeloid cells, in order to assess behavioural changes such as 
differentiation to an endothelial phenotype. A related study assessed this by measuring the 
presence of the endothelial cell marker VEGFR2/Flk‐1, which was found to increase after 
tumour‐associated myeloid cells were exposed to low levels of TNF‐α, as reported by Li et al. 
(151). Thus, it would be valuable to assess whether drug‐induced changes in cytokine release 
could stimulate differentiation of this nature in myeloid cells through paracrine action. 
  In light of our data (figure 3.9) showing increased basal production of TNF‐α and CXCL1 
in A2780 cells and increases of TNF‐α, CXCL1 and CXCL8 in MCF‐7 cells upon acquisition of 
resistance to docetaxel, an assessment of the potential roles of autocrine signaling in the drug‐
resistant phenotype would be of value. More specifically, a drug sensitivity assay in the 
presence or absence of conditions that block cytokine signaling through CXCR1 and CXCR2 
(cognate receptors of CXCL1 and CXCL8) could be used as an assessment tool. Likewise, TNFR2 
blockade with a receptor neutralizing antibody (as performed in Sprowl et al. 2012)  could be 
used in A2780 cells to determine whether there is a similar contribution of TNF‐α autocrine 
signaling in the drug‐resistant phenotype exhibited by A2780DXL12, as seen with previous studies 
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in MCF‐7TXT10 (24). If CXCL1 or CXCL8 are found to be contributors in the drug‐resistant 
phenotype, then the potential effect that these cytokines have on P‐gp expression or activity 
should be assessed, given our data (figure 3.8) suggesting that P‐gp‐mediated drug export is a 
primary mode of drug resistance in both MCF‐7TXT10 and A2780DXL12.  
  As mentioned, TLR4  is an ideal target for the activation of inflammatory pathways and 
its activation has become a promising strategy for therapeutic intervention and the 
development of vaccine adjuvants (257). Although LPS is the most studied ligand for TLR4, its 
known toxicity in humans limits its clinical use as a vaccine adjuvant (257). However, much of 
the LPS structure that is responsible for its toxicity has proven to be unnecessary for TLR4 
activation, and research has shown that the lipid A component is sufficient (258). This 
knowledge has prompted the study of less toxic lipid A‐based TLR4 agonists such as 
monophosphoryl lipid A (MPLA) (259), the synthetic MPLA derivative glycopyranosyl lipid A 
(GLA) and synthetic MPLA mimetics, such as aminoalkyl glucosaminide 4‐phosphates (260). All 
three of these TLR4 agonists are currently used in a variety of adjuvant formulations (257). 
MPLA, in particular, is part of the AS04 adjuvant formulation, which is ”one of the most 
successful vaccine adjuvants to date" (257). Along with other TLR4 agonists, MPLA is the subject 
of several clinical studies related to vaccine response and it is found in vaccines currently used 
for the prevention of a variety of infections (259,261–263), and cancer (257,264,265). These 
agonists may be worthy of assessment for their ability to augment chemotherapy response in 
cancer patients. In vitro study would be required to first determine whether these more 
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tolerable TLR4 agonists, currently being used clinically (257), can potentiate the cytotoxic 
effects of docetaxel and/or other chemotherapy agents in tumour cells, as we've shown to be 
the case with LPS. In the event that any of these more clinically tolerable TLR4 agonists are 
observed to augment chemotherapy cytotoxicity, further research focussed on identifying the 
cellular components that confer a tumour’s sensitivity to the TLR4 agonist‐based augmented 
chemotherapy response would be of value. In addition, the development of methods that can 
easily and reliably detect the expression of TLR4 and other important pathway components (ie. 
potentially MyD88) in patient tumour biopsies would be necessary to identify patients that 
would benefit from treatment with such an agonist. This is important because it is likely that 
not all patients would benefit from the addition of a TLR4 agonist, given our data that A2780 
ovarian cancer cells showed no detectable difference in sensitivity to the addition of a TLR4 
agonist when treated with docetaxel (figure 3.13B), which was supported by other reports that 
showed MyD88‐negative ovarian cancer cell lines to be unaffected by TLR4 pathway stimulation 
(207) in the presence of a taxane. It would also be of value to determine which chemotherapy 
agents may synergize with TLR4 agonists and which do not. Along with the potential 
augmentation in chemotherapy efficacy resulting from stimulation of TLR4 on tumour cells, it is 
possible that a TLR4 agonist may also yield improvements in chemotherapy efficacy through its 
effects on healthy immune cells. In support of this, is evidence that TLR4 activity in tumour‐
associated dendritic cells  is fundamental to host tumour immunity  and optimal chemotherapy 
efficacy (194). In summary, further studies are warranted to identify clinically tolerable agents 
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and the cellular factors that permit TLR4‐mediated sensitization to docetaxel. This may help 
identify new approaches to treat certain drug‐resistant tumours in patients. It follows that 
improving our understanding of the role of cytokine signalling during chemotherapy will allow 
researchers to design new therapy regimens that can alter particular signalling networks in 
order to favour a better treatment outcome.  Improving efficacy of treatment may require the 
discovery of reliable targets for either circumventing the deleterious effects of cytokine 
production within the host and/or exploiting the ability of cytokine signalling pathways to 
promote tumour cell death, with or without the activation of immune responses in cancer 
patients, depending on the nature of their disease and the health of their immune system. 
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 Appendix ‐ Appended figures, optimization experiments and unpublished data 
  Several experiments were conducted and preliminary data was obtained in order to 
supplement particular findings or optimize treatment conditions for use in certain experiments 
from which findings were presented in the results section of the thesis. The following is an 
assortment of this data, grouped into sections based on the method used, and presented as 
figures with explanatory text and commentary.  
Reverse‐transcription followed by qPCR (figures A1‐A4) 
  Figure A1 presents data that was generated in order to assess whether TNF‐α levels 
were driving cell signalling involved in increased extrusion of docetaxel from drug‐resistant 
cells. As explained in the results section, increased expression of the cell membrane protein, P‐
gp, was found to be mediating the major mode of drug resistance, which was extrusion of 
docetaxel from the cell, in the MCF‐7TXT10 and A2780DXL12 cell lines (figure 3.7 and 3.8). Thus, we 
measured the relative levels of P‐gp after treatment with exogenous TNF‐α in drug‐naive MCF‐7 
to see if TNF‐α could drive an increase in P‐gp expression at the protein level. The experiment 
would have benefited from including a treatment of MCF‐7TXT10 with exogenous TNF‐α as well, 
given that drug‐naive MCF‐7 may have undergone other changes in the acquisition of drug 
resistance that would permit TNF‐α signalling to regulate P‐gp expression.  
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 Figure A1 ‐ Levels of P‐gp protein expression in breast tumour cells with or without supplementation with 
exogenous recombinant TNF‐α. The medium of MCF‐7CC10 cells was supplemented with 10 ng/ml TNF‐  twice 
over 96 hours (second treatment at 48 hours), after which cell surface P‐gp protein expression was assessed in 
treated and untreated cells by flow cytometry.  This was then compared to P‐gp expression in untreated MCF‐
7TXT10 cells using the same approach.  An ANOVA with Tukey post‐test was then used to assess the significance of 
differences in P‐gp expression among the samples (***p=0.0002). 
 
  Figure 3.3D presents data from a qPCR experiment showing that increased TNF‐α mRNA 
transcription occurs after exposure to 2.5 nM docetaxel for 36 hours, however, the 36‐hour 
time point had to be first decided upon through experimentation and the generation of figure 
A2 (below). 
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Figure A2 ‐ TNF‐α transcript levels in response to docetaxel. Cells were plated for 18, 24, 30, 36, 42, and 72 hours 
in the presence or absence of 10 nM docetaxel. cDNA was generated by reverse transcription of RNA extracts from 
MCF‐7 cells, which was then assessed for TNF‐α and S28 (control gene) transcript by quantitative PCR. Each 
treatment was performed in duplicate and each of the replicates were plated in triplicate on a 96‐well qPCR plate. 
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  Given the data presented in figure 3.4, where it was found that CXCL8 levels in the 
media increased slightly with the treatment of docetaxel, it was of interest to determine 
whether similar increases would be observed in CXCL8 mRNA transcript. Figure A3, presented 
below, does not demonstrate increased CXCL8 mRNA transcript caused by docetaxel, however 
it does not necessarily contradiction with our protein data for CXCL8, presented in figure 3.4, 
because it is quite possible that the time points used here were not optimal, nor the 
concentration of drug used. 
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Figure A3 ‐ CXCL8 transcript levels in response to docetaxel. Cells were plated for 24 and 48 hours in the presence 
or absence of 10 nM docetaxel. cDNA was generated by reverse transcription of RNA extracts from MCF‐7 cells, 
which was then assessed for CXCL8 and S28 (control gene) transcript by quantitative PCR. Each treatment was 
performed in duplicate and each of the replicates were plated in triplicate on a 96‐well qPCR plate. 
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  Figure 3.9 from the results section presents data that suggests an increase in the basal 
release of TNF‐α and CXCL1 during the acquisition of drug resistance for tumour cell lines of 
breast (MCF‐7) ovarian (A2780) origin. Previously, our lab had shown that TNF‐α mRNA 
transcript is also increased in the drug‐resistant MCF‐7TXT10 cell line relative to the drug‐naive 
control cell line, thus with goal of determining whether a similar trend occurs with CXCL1, at the 
level of the transcript, the appropriate experimentation was performed to generate figure A4 
(below). This data suggests an increase in basal CXCL1 mRNA transcription in MCF‐7TXT10. 
relative to MCF‐7 co‐cultured control cells. 
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Figure A4 ‐ CXCL1 transcript levels in docetaxel‐sensitive and docetaxel‐resistant cells. Cells were plated for 36 
hours in the presence or absence of 10 nM docetaxel. cDNA was generated by reverse transcription of RNA 
extracts from both drug‐sensitive (MCF‐7cc) and drug‐resistant (MCF‐7TXT10) cells, which was then assessed for 
CXCL1 and S28 (control gene) transcript by quantitative PCR. Each treatment was performed in duplicate and each 
of the replicates were plated in triplicate on a 96‐well qPCR plate.    
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  Data presented in figure 3.9 from the results section shows the basal level of release for 
inflammatory cytokines TNF‐α, CXCL1, and CXCL8, however, the decision to study these three 
cytokines was partly based on data generated using multiplex (Bioplex) instrumentation to 
measure levels of multiple cytokines in a given sample. The original panel of cytokines tested 
included RANTES (CCL5), MCP‐1 (CCL2), CXCL1, CXCL8, TNF‐α, IL‐1β, and IL‐6. IL‐1β levels were 
below the level of detection for all cell lines and conditions originally tested, and thus 
experimentation concerning this cytokine did not continue. Likewise, experiments concerning 
IL‐6 were discontinued because IL‐6 levels were not observed to increase in MCF‐7 cells upon 
acquisition of resistance to docetaxel. The cytokines CXCL1, CXCL8, and TNF‐α (levels presented 
in figure 3.4, and figure 3.9) were chosen among the remaining cytokines to be the focus of our 
study based on the volume of literature supporting their role in drug resistance, and the 
magnitude by which their basal output was increased during acquisition of resistance in figure 
A5 (below). It is worth noting that the number of adhered cells for each cell line was also 
presented in figure A5 and shows that during acquisition of resistance to docetaxel there is no 
detectable increase in the cell number, thus ruling out the effect of cell number on the increase 
of basal level cytokine release observed.   
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Multiplex (figure A5)  
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Figure A5 ‐ Level of cytokine in media of various drug‐resistant cell lines. MCF‐7 co‐culture control cells and 
selection cell lines (MCF‐7TXT7‐12) were plated for 72 hours, after which media was collected and assessed for levels 
of cytokine using Bioplex Magpix. N=2 for control and TXT12 cell lines; N=3 for TXT7,8,10, and 11; N=6 for TXT9. 
Lanes with no values represent media samples containing levels of cytokine below the detection limit of the assay.  
 
  CD14 is an LPS‐binding protein found at the cell membrane of a variety of cell types and 
its binding to LPS is suggested to be a requirement for LPS‐induced inflammatory effects in 
human cells (266), including increased TNF‐α release. Figure A6 (below) presents data that was 
generated with the goal of showing that LPS contamination of docetaxel is not responsible for 
the inflammatory effect observed. The findings presented below suggest that CD14 activity is 
not a requirement for docetaxel‐induced TNF‐α release in MDA‐MB‐231 cells because 
neutralization of CD14 activity did not have a significant effect on docetaxel's ability to cause 
TNF‐α release. On the otherhand, CD14 neutralization did affect the abillity of LPS to induce the 
release of TNF‐α. 
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ELISA (figures A6‐8) 
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Figure A6 ‐ Effects of a CD14‐neutralizing antibody on docetaxel‐induced TNF‐α release. MDA‐MB‐231 cells were 
treated for 72 hours with either docetaxel or LPS and in the presence or absence of a CD14 mAb. Values represent 
the mean of two replicates. A student t‐test was conducted; * p=0.0145  
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  Figure A7 presents data that was generated with the goal of determining whether the 
ethanol vehicle for docetaxel is responsible for inducing the release of TNF‐α from MDA‐MB‐
231 cells. MDA‐MB‐231 cells were used because they exhibit a strong response to drug, in 
terms of TNF‐α release. The data presented below shows that there was no detectable effect 
on TNF‐α release when an ethanol‐only vehicle control was administered to the cells. 
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Figure A7 ‐ TNF‐α levels in MDA‐MB‐231 media after treatment with ethanol as a vehicle control. MDA‐MB‐231 
cells were treated for 72 hours with either docetaxel or an equivalent volume of anhydrous ethanol, after which 
cell media was assessed for TNF‐α levels. Values represent the mean of two replicates.    
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  Figure A7 presents data the was generated in order to determine the optimal 
concentration of lipopolysaccharides (LPS) to treat MDA‐MB‐231 cells with in order to conduct 
experimentation that would lead to the generation of figure 3.5 in the results section. The goal 
was to determine how low of a concentration of LPS could be used, while maintaining the 
ability to induce TNF‐α release from the tumour cells, such that a minimal amount of LPS‐RS 
(TLR4 antagonist) could be used in order to inhibit TLR4 activity. 
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Figure A8 ‐ TNF‐α levels in media of MDA‐MB‐231 cells after treatment with Lipopolysaccharides. MDA‐MB‐231 
cells were treated for 72 hours with a variety of LPS concentrations, after which media was collected and assessed 
for levels of TNF‐α by ELISA. Each value represents the mean of two replicates.   
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